



Universidade de Brasília 
Faculdade de Medicina 
Pós-Graduação em Ciências Médicas 













Aluna: Marcelle Araujo Ribeiro 
Orientadora: Prof. Drª. Nadjar Nitz 


























Dissertação apresentada ao Programa de 
Ciências Médicas da Faculdade de Medicina da 
Universidade de Brasília, como requisito 













O presente trabalho foi realizado no Laboratório Interdisciplinar de 
Biociências, Curso de Pós-Graduação em Ciências Médicas da 
Faculdade de Medicina, Universidade de Brasília. 
 






















“A ciência humana de maneira nenhuma nega a existência de Deus. Quando 
considero quantas e quão maravilhosas coisas o homem compreende, 
pesquisa e consegue realizar, então reconheço claramente que o espírito 
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O Trypanosoma cruzi é transmitido principalmente por via vetorial, entretanto, outras 
vias de transmissão também apresentam importância epidemiológica, como a 
transfusão sanguínea, a via transplacentária e por meio da contaminação de 
alimentos. A transmissão sexual do T. cruzi foi sugerida por vários pesquisadores, 
desde a descoberta da doença de Chagas, contudo, poucos trabalhos científicos 
foram realizados. Pesquisas anteriores sugerem que camundongos infectados 
podem transmitir o parasito por via sexual durante a fase aguda da doença, quando 
a carga parasitária é alta. Como a maioria dos indivíduos infectados são 
diagnosticados na fase crônica, é de extrema importância investigar se também 
ocorre a transmissão sexual do T. cruzi em condições de baixa parasitemia. O 
presente trabalho teve como objetivo investigar a transmissão sexual do T. cruzi no 
modelo experimental murino durante a fase crônica. Dez camundongos BALB / c, 
machos e fêmeas sexualmente maduros, infectadas por via intraperitoneal com 103 
formas tripomastigotas de T. cruzi, foram cruzados com animais não infectados após 
90 dias da infecção. Os casais foram avaliados depois de duas gestações e a 
infecção pelo T. cruzi foi analisada por testes parasitológicos, sorológicos e métodos 
moleculares. Além disso, foi determinada a carga parasitária em diferentes tecidos 
por qPCR. Os resultados mostram que camundongos cronicamente infectados por 
T. cruzi podem transmitir o parasita aos parceiros sexuais. O exame parasitológico 
identificou o parasito no sangue periférico em 100% dos animais infectados 
intraperitonialmente e em 20% dos camundongos que foram infectados pela via 
sexual. Os testes sorológicos e moleculares demonstraram a presença de anticorpos 
específicos e amplicons em todos os animais testados após o período de 120 dias. 
Análise histopatológica do coração, testículo/ovário, intestino e músculo, identificou a 
presença de infiltrado inflamatório moderado e destruição de fibras cardíacas nos 
animais infectados pela via intraperitoneal, na ausência de ninhos de amastigota. A 
transmissão sexual do parasita para fêmeas inicialmente não infectadas também foi 
validada pela identificação da infecção transplacentária para os filhotes. A análise da 
progênie mostrou que a infecção congênita ocorreu em 25/26 (96,15%) animais, que 
apresentaram resultados positivos nos testes moleculares. Os resultados confirmam 
a transmissão sexual do T. cruzi na fase crônica da infecção. Até onde sabemos, 
esta é a primeira demostração experimental da transmissão sexual do T. cruzi na 
fase crônica da infecção. A via sexual pode ser um fator potencial de dispersão da 
Doença de Chagas no mundo. A determinação desta via de transmissão em animais 
cronicamente infectados é de suma importância, uma vez que a maioria dos 
indivíduos com CD encontram-se na fase crônica. Além disso, estudos 
epidemiológicos em áreas livres de triatomíneos são necessários para determinar o 
potencial de infectividade em casais em que apenas um dos parceiros tem uma 
história de CD, favorecendo a maior compreensão da importância da transmissão 
sexual em populações humanas. 





Trypanosoma cruzi is mainly transmitted by haematophagous triatomines, 
however, other routes of transmission also have epidemiological importance, such as 
blood transfusion, transplacental route and through food contamination. Sexual 
transmission of T. cruzi was suggested by several researchers, since the discovery of 
Chagas disease, but, few scientific studies have been conducted on the subject. 
Previous work suggests that infected mice can transmit the parasite sexually during 
the acute phase of the disease, when the parasite load is high. Since most infected 
individuals are diagnosed during the chronic phase, it is important to investigate 
whether also occurs sexual transmission of T. cruzi in low parasitaemia conditions. 
This study aimed to investigate the sexual transmission of T. cruzi in murine model 
during the chronic phase. Ten sexually mature BALB/c, males and females, infected 
intraperitoneally with 103 T. cruzi trypomastigotes were crossbred with non-infected 
animals 90 days after infection. The couples were assayed after two pregnancies and 
T. cruzi infection was analyzed by parasitological, serological and molecular 
methods. In addition, parasite load was determined in different tissues by qPCR. The 
results show that mice chronically infected with T. cruzi can transmit the parasite to 
sexual partners. Parasitological test identified the parasite in the peripheral blood in 
100% of intraperitoneally infected animals and in 20% of mice that were infected 
through sexual contact. The serologic and molecular analysis demonstrated the 
presence of specific antibodies and amplicons in all animals tested after 120 days. 
Histolopathological analysis of heart, testis / ovary, intestine and muscle identified the 
presence of mild infiltration and destruction of cardiac fibers in animals infected 
intraperitoneally, in absence of amastigote nests. Sexual transmission of the parasite 
to naive females was also validated by the identification of transplacental infection in 
their offspring. Progeny analysis showed that congenital infection arised in 25/26 
(96.15%) animals, which showed positive results in molecular tests. The results 
confirm the sexual transmission of T. cruzi in the chronic phase of infection. To the 
best of our knowledge, this is the first confirmation of sexual transmission of T. cruzi, 
a route with great potential for spreading CD worldwide. The determination of this 
pathway in chronically infected animals is of paramount importance, since most 
individuals with CD are in the chronic phase. In addition, epidemiological surveys in 
triatomine-free areas are required to determine the infectivity rate in couples in which 
only one partner has a history of CD, thus helping to clarify the importance of this 
mode of transmission in human populations. 
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1. Doença de Chagas 
1.1 Panorama geral 
A infecção causada pelo parasito Trypanosoma cruzi foi descoberta em 1909, 
pelo médico e pesquisador brasileiro Carlos Chagas. Foi durante uma campanha 
contra Malária, no estado de Minas Gerais, que o mesmo deparou-se com uma 
menina, Berenice, que apresentava estado febril. Ao analisar em microscópio o 
esfregaço sanguíneo da mesma, observou um protozoário flagelado desconhecido. 
Além do agente causador, o cientista identificou também o agente transmissor do 
parasito, um triatomíneo hematófago muito frequente em casas de barro e madeira 
da região. Após os achados, Carlos Chagas descreveu com riquezas de detalhes 
aspectos relacionados ao agente etiológico, ao hospedeiro vertebrado, bem como 
mecanismo de infecção e manifestações clinicas (Texeira et al., 2006; Coura e 
Viñas, 2010). 
A Doença de Chagas (DC), ou Tripanossomíase Americana é reconhecida 
pela Organização Mundial de Saúde como uma Doença Tropical Negligenciada e 
constituindo um grave problema social e econômico para humanidade (Rassi et al., 
2012). A doença foi identificada primeiramente na América Latina, em áreas rurais 
de países endêmicos, resultado das condições precárias de moradias que 
favorecem a infestação vetorial. Contudo, casos de infecção em áreas não 
endêmicas vêm crescendo nas últimas décadas em consequência da migração 
urbana. Alguns países como Estados Unidos, Canadá e do continente Europeu, 
livres de transmissão vetorial, também são atingidos pela enfermidade devido à 
migração (Figura 1). Estima-se que no mundo existam de 6 a 7 milhões de pessoas 
sob o risco de contraírem a infecção, principalmente na América (Biolo et al., 2010; 




Figura 1. Movimento migratório e número estimado de infectados pelo Trypanosoma cruzi em 
cada país (Coura e Viñas, 2010). 
 
No Brasil, a implementação de programas de prevenção e controle do vetor, 
como a utilização de inseticidas de ação residual e a melhoria habitacional, 
modificou o cenário epidemiológico, diminuindo a ocorrência de novos casos de 
transmissão vetorial em áreas originalmente endêmicas. Os casos de transmissão 
transfusional diminuíram drasticamente devido à realização de exames pré-
transfusionais específicos para a pesquisa da infecção por T. cruzi. Contudo, mesmo 
que ocorra um controle da transmissão vetorial, existe ainda o risco de animais 
silvestres serem potenciais transmissores da infecção para o homem, pela 
contaminação direta de fluidos ou pela ingestão de alimentos contaminados. 
Exemplo disso é o que está acontecendo na Amazônia, onde se tem observado a 
ocorrência de casos e surtos de transmissão oral e vetorial (sem colonização), 
tornando-a uma área endêmica. Estima-se que existam cerca de 2 a 3 milhões de 
pessoas infectadas no país, em comparação com 7 milhões de infectados no ano de 






2. Trypanosoma cruzi 
 
O T. cruzi, agente causador da DC, pertence ao filo Sarcomastigophora, 
subfilo Mastigophora, ordem Kinetoplastida, família Trypanosomatidae (Rassi et al., 
2010). Este hemoflagelado tem como hospedeiros vertebrados mamíferos e como 
hospedeiros invertebrados hemípteros reduvídeos da subfamília Triatominae. O 
parasito apresenta uma única mitocôndria, contendo DNA de estrutura circular 
formando redes concatenadas conhecido por DNA do cinetoplasto ou kDNA. 
Apresenta diferentes formas evolutivas e variações quanto á infectividade e 
patogenicidade durante seu ciclo de vida. No hospedeiro invertebrado a forma 
replicativa é a epimastigota extracelular (Figura 2A), que se caracteriza por sua 
forma alongada (fusiforme), cinetoplasto discóide posicionado anteriormente ao 
núcleo e com o flagelo livre emergindo da região anterior. No hospedeiro vertebrado 
a forma replicativa é a amastigota intracelular (Figura 2B), com flagelo bem curto e 
de formato arredondado (Neves, 2004; Texeira et al., 2011). 
As formas infectantes, tanto para o hospedeiro vertebrado como para o 
hospedeiro invertebrado, são as tripomastigotas (Figura 2C), formas não 
replicativas, alongadas com cinetoplasto arrendondado, posterior ao núcleo e 
flagelo, que percorre externamente toda extensão de seu corpo aderido a uma 





Figura 2. Formas evolutivas do Trypanosoma cruzi. (A) Epimastigota extracelular replicativa no 
intestino do inseto-vetor; (B) Amastigota intracelular replicativa no hospedeiro vertebrado; (C) 
Tripomastigota. (Adaptado de Docampo et al., 2005). 
 
3. Ciclo Biológico 
 
O ciclo de vida do T. cruzi é heteroxênico, alternando formas intracelulares e 
extracelulares entre hospedeiros vertebrados e invertebrados (Figura 3). Ao fazer o 
repasto sanguíneo em um mamífero infectado, o vetor ingere formas tripomastigotas 
que, no intestino médio, se diferenciam em formas epimastigotas. O flagelado 
multiplica-se sob a forma epimastigota, as quais migram para o intestino posterior do 
vetor, aderem-se à mucosa e sofrem um processo de diferenciação, transformando-
se em tripomastigotas metacíclicos. Após o repasto sanguíneo, o vetor libera em 
suas fezes as formas metacíclicas infectantes, que penetram a pele ou mucosa do 
hospedeiro vertebrado (Rassi et al., 2010; Machado et al. 2012; Texeira et al., 2012). 
Nos mamíferos, os flagelados invadem células do Sistema Fagocítico 
Monocitário (SFM), onde convertem-se para formas amastigotas e iniciam o ciclo de 
multiplicação intracelular. Após vários ciclos de reprodução assexuada, as 
amastigotas diferencia-se em tripomastigotas, que rompem as células e são 
liberadas no meio externo. Na circulação sanguínea, disseminam-se pelo organismo, 
parasitando qualquer célula nucleada, em especial células do sistema 
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reticuloendotelial, tecido muscular liso e estriado, células endoteliais e células do 
sistema nervoso periférico e central. O ciclo é completado quando o mamífero 
infectado é picado por outro triatomíneo, ingerindo novamente formas 
tripomastigotas circulantes, que chegam ao intestino do inseto (Neves, 2004; 





Figura 3. Ciclo de vida do Trypanosoma cruzi. (1) O vetor ingere formas tripomastigotas do T. cruzi 
presentes no sangue periférico de mamíferos infectados. (2) Tripomastigotas (3) No intestino médio 
do inseto, se diferenciam em epimastigotas e algumas esferomastigotas. (4) Epimastigotas se 
multiplicam. (5) No intestino posterior se diferenciam em tripomastigotas metacíclicas. (6) O inseto 
vetor libera em suas fezes formas tripomastigotas, perto do local do repasto sanguíneo. (7) Forma 
tripomastigota metacíclica. (8) Infectam macrófagos. (9) Tripomastigotas se diferenciam em 
amastigotas. (10) Amastigotas evadem o vacúolo parasitóforo. (11) Multiplicação das amastigotas no 
citoplasma. (12) Amastigotas se diferenciam em tripomastigotas. (13) Tripomastigotas rompem as 
células e são liberadas no meio extracelular. (14) Formas amastigotas e tripomastigotas. (15) A. 
Tripomastigotas e B. Amastigotas, infectam macrófagos (Adaptado de Texeira et al., 2012).  
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4. Manifestações clínicas  
 
A DC tem a fase inicial aguda, a qual é iniciada logo após a inoculação do T. 
cruzi e pode durar semanas ou meses, sendo caracterizada por alta parasitemia. Na 
maioria dos casos, é assintomática, porém, quando sintomática, pode apresentar 
sinal de entrada (chagoma de inoculação ou sinal de Romaña), febre generalizada, 
dores musculares e articulares. Ocasionalmente, miocardite, meningite e 
meningoencefalite, adenopatia, edema e hepatoesplenomegalia (Coura e Borges-
Pereira, 2010). 
Após três meses, a infecção segue para a fase crônica, com baixa 
parasitemia e inicialmente com ausência de manifestação clínica, sendo 
denominada fase indeterminada, onde a maioria dos indivíduos infectados possuem 
anticorpos contra o parasito na ausência dos sintomas. Porém, 1/3 das infecções na 
fase crônica podem evoluir para a DC sintomática, relacionadas com complicações 
graves e com a letalidade da doença. O coração é o principal órgão afetado. Os 
pacientes apresentam miocardiopatia associada a arritmias, insuficiência cardíaca e, 
frequentemente, morte súbita. Além disso, podem ocorrer graves distúrbios 
digestivos. As infecções crônicas cursam com escassez de parasitos no sangue e 
nos tecidos, ainda que a gravidade da doença seja reconhecida pelas taxas 




A patogênese da DC é bastante complexa, são muitos mecanismos 
dependentes de numerosos fatores que interferem quantitativamente e 
qualitativamente na determinação e evolução da infecção, e por isso, não é 
claramente compreendida. Na fase aguda da infecção a imunidade humoral é eficaz 
ao ponto de reduzir drasticamente a parasitemia, porém ainda não existem relatos 
comprovados de uma cura espontânea. Na fase crônica, apesar da baixa 
parasitemia, ainda é observada a resposta imune humoral, que é comprovada em 
testes laboratoriais. Nesta fase, observa-se a presença de ninhos de amastigotas 
em apenas 20% dos chagásicos, não necessariamente relacionados à presença de 
infiltrados inflamatórios mononucleares associados à lise das células-alvo e 
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ocasionando alto índice de cardiopatia. As perguntas que vários autores fazem são: 
qual seria o fator que desencadeia o rompimento do equilíbrio da infecção, 
aparentemente observado na fase crônica? O que desencadeia a cardiopatia grave 
e/ou as megalias (megacólon e megaesôfago)? Várias teorias tentam explicar as 
lesões presentes na fase crônica da doença, entre elas estão à persistência do 
parasito e a autoimunidade (Teixeira et al., 2006; Gironès et al., 2007; Teixeira et al., 
2007; Andrade et al., 2014).  
A teoria da persistência do parasito está diretamente relacionada com a 
presença do T. cruzi no tecido de pacientes. As formas infectantes ao invadirem 
células do hospedeiro (macrófagos, células da neuroglia central e periférica, 
fibroblastos e células musculares estriadas e lisas), se transformam em amastigotas 
intracelulares que sofrem divisão binária, o que ocasiona a ruptura da célula. Quanto 
maior o número de parasito e células mortas, maior será a quantidade de antígenos 
parasitários liberados e de infiltrados inflamatórios, os quais são importantes para 
aumentar os efeitos tóxicos dos antígenos do parasito, intensificando a resposta 
imune do organismo. Porém essa teoria não explica a baixa letalidade nos pacientes 
com a Doença de Chagas Aguda (DCA) e também por que a maioria dos pacientes 
com a doença crônica não apresentam lesões (Higuchi et al., 2003; Texeira et al., 
2006; Texeira et al., 2011).  
O primeiro relato da autoimunidade foi a constatação feita por Santos-Buch e 
Texeira (1974), que comprovaram a rejeição por linfócitos de células cardíacas de 
coelhos cronicamente infectados por T. cruzi. Os dados do estudo mostraram que as 
células de coelhos controles, não infectados, não eram destruídas por linfócitos, 
enquanto que as células dos infectados eram destruídas rapidamente. Outros 
autores relatam que a miosina cardíaca induz a proliferação de clones de células 
TCD4+, provenientes de infiltrados nas lesões cardíacas de chagásicos crônicos 
(Cunha Neto et al., 1986). Ribeiro dos Santos et al. (1992) sugeriram a teoria da 
autoimunidade quando observou que enxertos de coração de camundongos 
geneticamente idênticos são destruídos por células do sistema imune de um 
receptor cronicamente infectado por T. cruzi enquanto que em camundongos não 
infectados não houve rejeição. 
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Outra vertente de estudo da autoimunidade é a possível reação cruzada entre 
epítopos do hospedeiro e antígenos do T. cruzi, o que levaria uma resposta imune 
contra o próprio tecido (Leon e Engman, 2006). Outra hipótese sugere que a DC 
possa ter origem na integração do DNA mitocondrial do T. cruzi no genoma do 
hospedeiro, o que ocasionaria mutações relacionadas à patogênese (Teixeira et al., 
2012). Embora haja muitas teorias, ainda não está esclarecido os mecanismos que 




Para diagnóstico da DC, devem ser considerados antecedentes 
epidemiológicos e manifestações clínicas do paciente, e então ser confirmado pelo 
diagnóstico laboratorial, que pode ser realizado de acordo com a fase da infecção 
(Brener et al., 2000; Murcia et al., 2013). 
Na fase aguda, são priorizados testes parasitológicos para pesquisa do 
parasito no sangue periférico. Os exames parasitológicos mais utilizados para a 
pesquisa do parasito são o exame a fresco, gota espessa corada com Giemsa e 
microhematócrito. Para o diagnóstico na fase crônica da infecção, que apresenta 
baixa parasitemia, as prioridades são para testes com pesquisa indireta do parasito 
como xenodiagnóstico e hemocultura. Ambos os métodos apresentam limitações por 
serem de execução trabalhosa e demorada, e por apresentar baixa sensibilidade. Os 
testes sorológicos são rotineiramente empregados no diagnóstico da DC crônica, 
amplamente utilizados no diagnóstico clínico e em triagens de bancos de sangue. 
Os principais testes utilizados são imunofluorescência indireta (IFI), ensaios 
imunoenzimático (ELISA) e hemaglutinação indireta (HAI) (Brener et al., 2000; 
Machado et al., 2012; Afonso et al., 2012; Murcia et al., 2013). 
A Organização Mundial de Saúde (OMS) recomenda que sejam feitos três 
testes sorológicos, e o diagnóstico positivo é dado quando dois desses testes forem 
reagentes para anticorpos anti-T. cruzi. Contudo, os testes sorológicos podem 
apresentar resultados falsos positivos ou duvidosos, devido às reações cruzadas 
com antígenos de outros parasitos presentes em pacientes com malária, 
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toxoplasmose, paracoccidioidomicose, leishmanioses e outras (Vexanat et al., 1996; 
Luciano et al., 2009; De Souza e Amato Neto, 2012; WHO, 2012). 
Devido o alto índice de pacientes assintomáticos, o diagnóstico diferencial 
pode ser feito com a técnica de PCR, considerada um método complementar ao 
diagnóstico quando a sorologia para T. cruzi for inconclusiva.  A técnica apresenta 
alta especificidade e sensibilidade se mantidos o padrão de qualidade dos 
reagentes. Os principais alvos utilizados na PCR são as regiões conservadas dos 
minicírculos de kDNA (Sturm et al., 1989). Além disso, também são utilizados 
iniciadores que anelam em regiões repetitivas do genoma nuclear do T. cruzi (Moser 
et al., 1989). As diferenças genéticas entre cepas do T. cruzi, relacionadas com a 
virulência e a suscetibilidade a resposta imune, podem ser consideradas como fator 
de restrição e explicar parcialmente a diferença de sensibilidade observada em 
estudos realizados em diferentes áreas endêmicas (Galvão et al., 2003; Britto, 2009; 




Após 105 anos da descoberta da DC, ainda se segue a suposição de quanto 
mais cedo for iniciado o tratamento especifico maior são as chances de cura e 
benefícios clínicos para o indivíduo. Atualmente o tratamento da DC se restringe a 
apenas dois fármacos que se apresentam terapeuticamente eficazes contra a 
infecção por T. cruzi, são eles o Benznidazol e o Nifurtimox. Ambos apresentam boa 
eficiência quando utilizados durante a fase aguda da infecção, porém seu efeito 
diminui quando administrado na fase crônica, o que reduz drasticamente o índice de 
cura. No Brasil, a droga disponível é o Benznidazol. O MS preconiza o uso de 5 
mg//Kg/dia (adultos) e 5 – 10 mg/Kg/dia (crianças) divididos em 2 a 3 doses diárias, 
durante 60 dias, sendo contra indicado para gestantes. E a terapia prolongada 
(aproximadamente 60 dias) causa inúmeros efeitos colaterais, o que leva a 
interrupção do tratamento em muitos casos (Brasil, 2010; Sathler-Avelar et al., 2012; 




8. Vias de Transmissão 
8.1 Transmissão vetorial 
A principal via de transmissão da infecção por T. cruzi se dá através da 
deposição de formas tripomastigotas metacíclicas, presentes nas fezes de insetos 
hematófagos conhecidos como barbeiros, na pele de hospedeiros mamíferos. Os 
barbeiros pertencem à família Reduvidae e subfamília Triatominae. Estima-se que 
existam 150 espécies de triatomíneos reconhecidas no mundo, 64 são encontradas 
no Brasil, mas poucas apresentam comportamentos sinantrópicos. O vetor mais 
importante da DC na América do Sul foi e ainda continua sendo o Triatoma 
infestans, que na década de 1970 teve um alcance estimado de 12 populosos 
estados brasileiros e grandes áreas da Bolívia, Peru, Chile, Argentina, Paraguai e 
Uruguai. Devido à sua grande distribuição, foi criado um projeto para os países do 
Cone Sul, onde foram implantados programas de prevenção e controle ao vetor com 
uso de inseticidas. Tal ação resultou na redução drástica de aproximadamente 94% 
da incidência de transmissão da doença nos países do Cone Sul (Noireau, 2009; 
Gurgel-Gonçalves  et al., 2012; Justi et al., 2014). 
Apesar de o Brasil ter recebido, em 2006, o certificado de país livre da 
transmissão vetorial por T. infestans, há outras espécies de triatomíneos 
potencialmente capazes de transmitir o T. cruzi. As espécies mais capturadas nos 
programas de controle e monitoramento da DC no Brasil são: Panstrongylus 
megistus, Triatoma brasiliensis, Triatoma pseudomaculata e Triatoma sórdida. O 
Panstrongylus megistus é uma espécie amplamente distribuída em todo Brasil, e 
apresenta capacidade de invadir e colonizar ambientes domiciliares, além de 
apresentar altos níveis de infecção por T. cruzi, tornando-a espécie de maior 
importância epidemiológica no Brasil, após o controle do T. infestans. A principal 
espécie encontrada nas regiões semi-áridas do nordeste do Brasil é a Triatoma 
brasiliensis, uma espécie nativa, encontrada em ambientes naturais podendo 
colonizar ambientes domiciliares após intervenções de controle. O Triatoma 
maculata na Venezula é o segundo vetor mais importante e ocupa áreas no Brasil 
como o estado de Roraima e a região Amazônica brasileira, encontrado em 
galinheiros, áreas peridomiciliares e esporadicamente nas residências. Já o 
Triatoma sordida tem sua distribuição no Brasil desde o sul até o nordeste do país, 
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áreas onde o Triatoma infestans foi eliminado através do uso de inseticidas, sendo 
encontrado em maior parte em áreas peridomiciliares, em especial galinheiros 
(Costa et al., 2002; Gurgel-Gonçalves et al., 2012; Vinhaes et al., 2014; Coura, 
2015).  
As espécies Rhodinus neglectus e Rhodinus robustus são triatomíneos 
predominantemente silvestres, que habitam diferentes espécies de palmeiras no 
Brasil. Rhodnius neglectus é considerado como vetor secundário na transmissão da 
DC , característico do cerrado brasileiro, com evidencias de formações de colônias 
domiciliares nos estados de Minas Gerais, São Paulo e Goiás. A espécie R. robustus 
tem ampla distribuição na região amazônica, ocorrendo frequentemente em 
palmeiras, e apresentando altas taxas de infecção por tripanossomatídeos. 
Apresenta-se como potencial vetor extradomiciliar, podendo ainda contaminar 
equipamentos de processamento de alimentos (Barreto-Santana et al., 2011).  
8.2 Transmissão oral 
O primeiro relato de casos de infecção aguda da DC transmitido pela via oral 
foi em 1965, em Teutônia no Rio Grande do Sul. O autor descreveu o caso de 17 
indivíduos que apresentavam a DCA, identificando, mediante a análise histológica, a 
presença de ninhos de amastigotas no músculo cardíaco. A transmissão pela via 
oral ocorreu pela ingestão de verduras contaminadas com secreções de animais 
infectados por T. cruzi. Outros autores descreveram estudos clínicos de indivíduos 
que apresentavam a DCA, semelhantes aos casos relatados em Teutônia, porém as 
fontes da infecção foram atribuídas a outros alimentos como o caldo da cana de 
açúcar, açaí e carnes de animais mal cozidas (Shikanai-Yasuda et al., 1991; Toso et 
al., 2011; Shikanai-Yasuda e Carvalho, 2012). 
Em 2005, um surto de DCA no sul do Brasil deu maior destaque à questão da 
transmissão oral do T. cruzi. Neste episódio, foram notificados ao Ministério da 
Saúde 45 casos da DCA ocasionados pela ingestão de caldo de cana de açúcar 
contaminado. Microepidemias têm sido descritas desde 2006 na região norte do 
Pará com a ingestão de açaí contaminado com fezes ou com o próprio triatomíneo 
infectado (Dias et al., 2013; Nóbrega et al., 2009; Noya et al., 2010). 
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Surtos da transmissão oral do T. cruzi foram relatados na Venezuela e na 
Colômbia, sendo esses relacionados, em sua grande parte, ao consumo de sucos 
de goiaba, laranja e tangerina, provavelmente contaminados com fezes de 
triatomíneos, visto que na maioria dos estudos os vetores não foram identificados 
dentro do domicílio desses indivíduos. A transmissão oral vem surgindo em áreas 
onde programas de prevenção e controle, ao vetor, obtiveram sucesso e em áreas 
sem histórico de transmissão do parasito (Dias, 2006; Rueda et al., 2014). 
8.3 Transmissão congênita 
Desde 1911, Carlos Chagas levantou a suspeita da transmissão congênita do 
T. cruzi, porém a confirmação dessa via só foi realizada posteriormente em estudos 
experimentais com animais que acasalavam na fase aguda e crônica da infecção. O 
primeiro caso humano da DC congênita foi descrito em 1949 por Dao. Com esse 
relato, uma série de outros trabalhos foram publicados referentes à transmissão 
congênita do T. cruzi. A transmissão transplacentária na DC se dá tanto na fase 
aguda como na fase crônica da infecção. Entretanto, estudos realizados com 
gestantes revelaram que a presença da infecção na placenta nem sempre está 
relacionada com a infecção do feto ou recém-nascido (Moya e Moretti, 1997; Moretti 
et al., 2005; Pavia et al., 2009). 
Esta via de infecção causa preocupação em todo mundo devido à migração 
de pessoas provenientes de países da América Latina, onde a DC é endêmica, para 
outros países. Estudos estimam que existam cerca de 40 mil mulheres grávidas com 
risco potencial de transmissão do T. cruzi para 2000 recém-nascidos, no Canadá, 
México e Estados Unidos. A transmissão congênita pode resultar em parto 
prematuro, baixo peso do recém-nascido, natimortos e manifestações clínicas da 
doença no nascimento, sendo a hepatoesplenomegalia a manifestação mais comum 
(Howard et al., 2014; Martins-Melo et al., 2014).  
O diagnóstico para transmissão congênita pode ser realizado pela detecção 
do parasito no sangue do cordão umbilical ou no sangue periférico do recém-
nascido, porém, devido à baixa parasitemia, esse tipo de diagnóstico não é muito 
utilizado. Métodos sorológicos para pesquisa de anticorpos específicos anti-T. cruzi 
de origem não materna são recomendados após nove meses de vida da criança. 
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Após esse período, os anticorpos maternos desaparecem e o diagnóstico sorológico 
convencional pode ser utilizado para identificar anticorpos específicos do recém-
nascido. Métodos moleculares mais específicos como a PCR têm sido empregados 
com sucesso e poderão se tornar padrão ouro para o diagnóstico da infecção 
congênita, uma vez que é possível a detecção do DNA do parasito no sangue 
periférico logo após o nascimento da criança. A amplificação do DNA do parasito já 
é considerada pela OMS em casos onde a parasitemia é baixa, como os casos 
congênitos (Cevallos e Hernández, 2014; Norman e López-Vélez, 2014; Carlier et 
al., 2015). 
8.4 Transmissão transfusional 
A transmissão transfusional do T. cruzi foi confirmada pela primeira vez em 
1952 por Freitas et al., e ganhou grande importância em centros urbanos, onde a 
migração da população rural para cidade promoveu o aumento do número de 
doadores de sangue chagásicos. Na década de 1970, a alta prevalência de 
indivíduos chagásicos nos centros urbanos e a falta de programas de controle, fez 
que a transmissão transfusional do T. cruzi fosse responsável por aproximadamente 
20 mil novos casos da doença no Brasil. Ao longo das décadas de 1980 e 1990, a 
ação dos programas de controle e prevenção ao vetor Triatoma infestans em países 
do Cone Sul, como o Brasil, fez com que o aparecimento de novos casos humanos 
da doença fosse decorrente, principalmente, da via transfusional (Freitas et al., 
1952; Dias, 1992; Moraes-Souza e  Ferreira-Silva, 2011). 
A transmissão pela transfusão sanguínea é umas das principais vias em 
países não endêmicos, devido ao movimento migratório significativo de pessoas da 
América Latina. No Canadá e Estados Unidos, estão documentados vários casos da 
DC por transfusão e, na Espanha, foram descritos pelo menos três casos. Nesses 
países e até mesmo em países endêmicos, a real ocorrência da transmissão pela 
transfusão de sangue não é conhecida, já que, em muitos casos, a infecção passa 
despercebida ou o T. cruzi não é identificado como agente das manifestações 
clínicas, além de não ser obrigatória uma notificação dos casos associados à 
transfusão (Pereira et al., 2011; Fearon et al., 2013; O’Brien et al., 2013). 
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Considerando a resistência do parasito em condições de armazenamento do 
sangue e seus componentes, ele pode sobreviver aproximadamente 18 dias a 4 ⁰C. 
Condições de congelamento e descongelamento foram implementados em 
programas de prevenção a transmissão do T. cruzi em bancos de sangue, bem 
como a triagem dos doadores através de entrevistas e testes sorológicos, o que 
diminuiu a incidência da transmissão pela via transfusional no Cone Sul. Contudo, 
muitos países endêmicos ainda não iniciaram programas de controle em relação aos 
doadores. Estados Unidos, Espanha e países da Ásia, Europa e Oceania, 
considerados não endêmicos, também não implementaram programas de triagem de 
doadores e testes para detecção da DC, já que recebem com frequência milhares de 
imigrantes, de áreas endêmicas, infectados pelo T. cruzi (Castro, 2009; Coura, 
2015). 
8.5 Transmissão por transplante de órgãos  
A inexperiência e a incapacidade de identificação da DC antes do transplante 
cardíaco vêm contribuíndo para surgimento de novos casos. O diagnóstico da DC 
antes do transplante de órgãos é extremamente importante, pois o coração é um 
importante reservatório para o T. cruzi em pessoas com a infecção crônica. Uma 
vigilância especial torna-se necessária, e já é realizada antes do transplante de 
órgãos sólidos, em países endêmicos que realizam transplante cardíaco, como 
Brasil, Argentina, Colômbia, Chile, México, Uruguai, Peru e Equador (Cura et al, 
2013; Huprikar et al., 2013; Kransdorf et al., 2014).  
8.6 Transmissão sexual 
A transmissão sexual da infecção pelo T. cruzi ainda é pouco estudada, mas 
desde sua descoberta, Carlos Chagas já havia anunciado a possibilidade de 
transmissão do T. cruzi pela via sexual. Em 1911, Vianna, observou em análises 
histopatológicas de cobaias infectadas pelo T. cruzi, ninhos de amastigotas no 
túbulo seminífero e no epidídimo, sendo a camada basal a mais infectada. O autor 
sugeriu que assim como elementos normais do hospedeiro, os parasitos também 
poderiam se desprender da parede e invadir a luz tubular, e, dessa maneira, serem 
carregados pelo líquido espermático. Posteriormente Teixeira (1970) verificou a 
presença de ninhos de amastigotas em células de goniablastos de túbulos 
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seminíferos dos testículos e em células da teca dos ovários, de um menino de 18 
meses de idade e uma menina de 4 meses de idade, que haviam sucumbido à DCA. 
Também já foi sugerido que a infecção poderia ser transmitida na relação sexual 
entre uma mulher infectada para homem suscetível, durante o período menstrual 
(Dias, 1979; Dias et al., 2011). 
Outros trabalhos descrevem a colonização do trato urogenital de cobaias pelo 
T. cruzi. Em 1986, Gonçalves da Costa et al., realizaram experimentos com 
camundongos e verificaram a presença elevada de parasitos nos ovários e 
testículos, destacando que as células do sistema reprodutor masculino, células 
intersticiais e túnica albugínea dos túbulos seminíferos, foram altamente colonizadas 
pelo parasito. Carvalho et al. (1991) observaram a presença do T. cruzi no lúmem do 
ducto epididimal de camundongos infectados. Carvalho et al. em 2009, verificaram a 
presença de formas amastigotas de T. cruzi no citoplasma de células mióides de 
túbulos seminíferos, no compartimento basal da células de Sertoli e na pele do 
escroto, próxima das glândulas sebáceas, de camundongos com as infecções 
agudas pelo T. cruzi.  Esses dados sugerem que a contração e a ruptura de células 
mióides infectadas pelas formas amastigotas do protozoário facilitem a migração de 
formas infectantes do parasito para dentro dos ductos seminíferos. 
 Com o intuito de avaliar a transmissão do T. cruzi pelo sêmen, Alencar et al. 
(1991) inocularam camundongos com sêmen proveniente de animais infectados, e 
os resultados revelaram o percentual de 91,3 % de infectividade. Na análise 
histopatológica dos corações, 77% dos animais apresentavam ninhos de 
amastigotas e evidências de miocardite. Em um segundo experimento, foi realizado 
a introdução de sêmen e sangue infectados sobre a mucosa vaginal de 
camundongos. Além da miocardite, ambos os grupos, apresentaram ninhos de 
amastigotas em 100% dos animais. Em 2010, Hecht et al. observaram a presença 
do DNA nuclear de T. cruzi em sêmen humano de indivíduos com a DC. 
Lenzi et al. (1996 e 1998) investigaram a invasão de estruturas do sistema 
reprodutor masculino e feminino pelo T. cruzi e descreveram a presença do parasito 
na vagina, útero, teca do ovário, mesovário, epidídimo, células de Leydig, vesícula 
seminal, ductos deferentes, próstata e uretra de animais infectados, observando que 
estruturas do sistema reprodutor masculino foram mais intensamente parasitados do 
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que o feminino. Outros autores sugerem que a transmissão sexual do T. cruzi ocorra 
mediante o acasalamento devido à capacidade do parasito de ultrapassar a 
membrana vulvovaginal e às glândulas da mucosa do pênis não representarem uma 
barreira absoluta, devido sua fragilidade, erosões frequentes e microfissuras (Storino 
e Jorg, 1994). 
Cabrine-Santos et al. (2003) concluíram que estruturas do aparelho 
geniturinário de hamsters podem ser infectadas tanto na fase aguda quanto na fase 
crônica da infecção pelo T. cruzi. Em estudo realizado por Silva, em 2013, 
camundongos na fase aguda da infecção por T. cruzi foram colocados para acasalar 
com camundongos sadios. Os resultados dos testes sorológicos, após o 
acasalamento, identificou a presença de anticorpos específicos em 100% das 
fêmeas inicialmente sadias e em 40% dos machos inicialmente sadios. Já nos testes 
moleculares, após o acasalamento, 100% dos animais sadios, machos e fêmeas, 
apresentaram o DNA nuclear do parasito no sangue. Ao realizar a análise 
histopatológica, o autor observou ninhos de amastigotas nos testículos de 
camundongos infectados, fato que chamou atenção, pois no coração desses 
mesmos animais foi observado poucos parasitos, sugerindo um tropismo do T. cruzi 
pelos órgãos sexuais. O estudo, portanto, comprovou a transmissão sexual do T. 








Estima-se que, no mundo, mais de 1 milhão de pessoas adquirem uma 
infecção transmitida sexualmente a cada dia. E que, cada ano, 500 milhões de 
pessoas possam adquirir uma das quatro seguintes infecções sexualmente 
transmitidas: clamídia, gonorreia, sífilis e tricomoníase (WHO, 2013; Siracusano et 
al., 2014). Doenças sexualmente transmissíveis (DSTs) podem ser causadas por 
vários microrganismos, como vírus, bactérias, fungos e protozoários. Dentre esse 
último grupo, o Trichomonas vaginalis se apresenta como o principal agente 
infeccioso transmitido sexualmente. Contudo, já foi descrita a transmissão sexual de 
outros protozoários. Embora a transmissão sexual do T. cruzi já tenha sido sugerida 
pelo próprio Carlos Chagas há mais de 100 anos, poucos trabalhos científicos foram 
realizados sobre este tema até o momento. Dessa forma, consideramos 
imprescindível a expansão de pesquisas experimentais e estudos epidemiológicos 
que definam qual a importância real dessa via de transmissão da DC, e que 
favoreçam o desenvolvimento de estratégias de controle e prevenção mais 
eficientes.  
Diante do exposto, a nossa pesquisa teve como propósito elucidar questões 
como: a transmissão por via sexual do T. cruzi pode ocorrer durante o período 
crônico da doença? A transmissão sexual diminui significativamente durante a fase 











1. Objetivo Geral 
 
Avaliar a transmissão sexual das infecções crônicas por Trypanosoma cruzi, 
clinicamente assintomáticas, em camundongos.  
 
2. Objetivos Específicos 
 
 Verificar a presença do parasito no sangue e nos tecidos dos animais 
infectados e seus parceiros sexuais por testes parasitológicos;  
 Identificar anticorpos específicos contra o T. cruzi no soro dos animais 
infectados e seus parceiros sexuais;  
 Identificar e quantificar o DNA de T. cruzi presente no sangue e tecidos 
dos animais infectados e seus parceiros sexuais;  
 Realizar a análise histopatológica de tecidos dos animais infectados e 
seus parceiros sexuais;  
 Demonstrar a transmissão congênita do T. cruzi para os filhotes 





IV. MATERIAL E MÉTODOS 
 
 
1. Grupos Experimentais 
 
Para a formação dos casais que participaram dos experimentos de 
transmissão sexual, foram utilizados 24 camundongos do tipo BALB/c com 30 dias 
de idade, distribuídos em 4 grupos: o grupo A foi formado por 1 fêmea não infectada 
e 1 macho não infectado, que serviram como controle negativo; o grupo B foi 
formado por 1 macho infectado e 1 fêmea infectada, intraperitonealmente, 
constituindo controle positivo; o grupo C foi composto por 5 machos infectados 
intraperitonealmente e 5 fêmeas não infectadas; e o grupo D foi formado por 5 
fêmeas infectadas intraperitonealmente e 5 machos não infectados. Além desses 
quatro grupos experimentais também foi realizada a análise dos filhotes oriundos do 
cruzamento dos animais do grupo C, que constituiu o grupo E composto por 26 
animais (Figura 4). 
A utilização dos camundongos nesta pesquisa foi devidamente autorizada 
pelo Comitê de Ética no Uso Animal (CEUA - FM) da Universidade de Brasília, com 
o número de Protocolo 10411/2011 (Anexo A). 
 
Figura 4. Distribuição dos animais nos grupos experimentais. O diagrama representa a 
quantidade de animais infectados e não infectados pertencentes a cada grupo experimental. 
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2. Cruzamento dos camundongos 
 
Os animais foram mantidos separados, um animal por gaiola, após 3 meses 
(90 dias) da inoculação do Trypanosoma cruzi, pela via intraperitonial, os 
camundongos foram colocados para cruzamento. Após a gravidez as fêmeas eram 
separadas dos machos, ficando um animal por gaiola novamente. Todos os casais 
foram alojados em gaiolas que foram mantidas em caixas de contenções, com 53,5 
cm de comprimento, 35,5 cm de largura e 20,5 cm de altura.  
 
3. Cultura do Trypanosoma cruzi 
 
Formas tripomastigotas de T. cruzi, da linhagem Berenice, foram mantidas em 
cultura de células musculares murinas da linhagem L6, cultivadas com Meio Eagle 
Modificado por Dulbecco (DME) Sigma-Aldrich®, pH 7,4 acrescido de Soro Fetal 
Bovino (SFB) a 5%, 100 U/mL de penicilina, 100 μg/mL de estreptomicina, 
adicionado 3,7g de bicarbonato de sódio [7,5% p/v], sob atmosfera de CO2 a 5%, a 
37 ºC. O número de parasitos no sobrenadante foi determinado por contagem em 
câmara de Newbauer, diluído em solução salina 0,9% e ajustado para inoculação.  
 
4. Infecção dos camundongos 
 
Camundongos machos e fêmeas BALB/C, do alojamento de animais da 
Faculdade de Medicina da UnB, pesando em média 23 g, foram infectados com 100 
µL de salina contendo 103 formas tripomastigotas de T. cruzi, pela via intraperitoneal.  
 
5. Pesquisa a fresco do Trypanosoma cruzi 
 
A pesquisa do parasito em sangue periférico dos camundongos foi realizada a 
partir da coleta de 50 µL de sangue, da cauda dos animais. A presença de parasitos 
no sangue foi analisada após 7 dias da infecção. A contagem utilizou 5 mm3 de 
sangue e foi realizado em 50 campos com aumento de 400x em microscópio ótico 
de acordo com a metodologia descrita por Brener (1962). 
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6. Esfregaço sanguíneo 
 
Os esfregaços foram realizados com 50 µL de sangue periférico proveniente 
da cauda dos camundongos. Utilizando uma lâmina extensora, o sangue foi 
estendido em lâminas previamente limpas e desengorduradas, fixados com solução 
de álcool metílico e coradas com Giemsa. As extensões foram analisadas por 
microscopia óptica (aumento de 1000x), avaliando a presença ou ausência de 




A hemocultura foi realizada segundo a técnica descrita por Chiari et al., 1989, 
aplicadas algumas modificações devido ao pequeno volume de sangue coletado dos 
camundongos, por punção intracardíaca. O sangue dos camundongos (50 µL) foi 
colocado em tubos contendo ágar sangue à temperatura ambiente. Posteriormente, 
adicionou-se mais 3 mL de meio LIT a cada um dos tubos. As análises das 
hemoculturas foram feitas a cada 15 dias por 365 dias. Cerca de 50 μL de sangue foi 




Os soros dos camundongos foram obtidos a partir de 200 µL de sangue, 
coletados sem anticoagulante e armazenados em 50% de glicerol, mantidos a – 20 
⁰C. Posteriormente, as amostras foram analisadas quanto à presença de anticorpos 
específicos anti-T. cruzi utilizando testes de imunofluorescência indireta e ELISA.  
8.2 Preparação de antígenos de Trypanosoma cruzi 
Formas epimastigotas de T. cruzi, estoque Berenice, cultivadas em meio LIT, 
foram suplementadas com 10% de SFB (Cultilab, Campinas- BR) e 40 μg/mL de 
gentamicina. O cultivo dos parasitos foi feito a temperatura de 28 °C. A colheita dos 
flagelados foi realizada na fase exponencial de crescimento, por centrifugação a 
1500 g por 15 min a 4 ºC. Posteriormente, os parasitos foram lavados três vezes 
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com PBS pH 7,4 por igual período e ressuspensas em 2 mL de água Milli-Q. Em 
seguida, os parasitos foram submetidos a três ciclos de congelamento a -20 ºC/ 
descongelamento a 37 ºC. Após os ciclos de congelamento/descongelamento, foi 
realizada a quantificação das proteínas presentes no extrato antigênico. Microplacas 
com 96 poços foram sensibilizadas com 0,2μg/poço do parasito de antígenos não 
purificados de T. cruzi diluídos em PBS pH 7,4 em um volume de 50μL/poço. As 
placas sensibilizadas foram incubadas no período de 18 horas a 4 ºC em câmara 
úmida. O excesso do antígeno foi retirado e as placas forma lavadas três vezes com 
PBS pH 7,4 contendo 0,05% de Tween-20 (PBS-T). Para bloquear os sítios de 
adesão livres de proteínas que ainda existiam na superfície dos poços, foram 
adicionados 100μL/poço de PBS/Leite 5%. Em seguida, as placas foram incubadas 
por 2 horas a 37 ºC em câmara úmida. Após este período as placas foram lavadas 
novamente com PBS-T. Ao término da lavagem, as placas foram imediatamente 
envolvidas em papel alumínio e armazenadas a – 20 ºC até o momento do uso. 
Para a realização dos testes de imunofluorescência indireta, após a 
centrifugação a 1500 g por 15 min a 4 ºC, as formas epimastigotas de T. cruzi foram 
lavadas três vezes com PBS 1X, pH 7,4 por igual período e ressuspendidas em 2 
mL de paraformaldeído (3,7%). Após os períodos de lavagem, os parasitos foram 
ressuspendidos em PBS pH 7,4, de maneira a obter uma concentração de 
aproximadamente 30 parasitos por campo. Essa quantidade de parasitos em 
suspensão foi posta nas lâminas de microscopia demarcadas e desengorduradas. 
Depois de secas ao ar livre, as lâminas foram embrulhadas com papel alumínio e 
guardadas a -20 ºC até o momento do uso (Vexenat, 1993; Lauria-Pires, 2000). 
8.3 ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay) 
Incubação com anticorpo primário: Com intuito de detectar anticorpos 
específicos, os soros dos camundongos foram diluídos 2: 100 em PBS/leite 
desnatado 2% e adicionados à placa (50 µL/poço, em triplicata). Após incubação por 
1 hora e 30 min a 37 C, em câmara úmida, o excesso foi retirado e as placas foram 
lavadas três vezes com PBS-T. Em cada placa, os soros controles positivos e 
negativos foram incluídos nas mesmas condições. Para controle dos reagentes, 




Incubação com anticorpo secundário (anti-IgG) e revelação de 
imunocomplexos: O conjugado previamente testado e titulado, composto por 
anticorpos anti-IgG de camundongo marcado com Peroxidase (Sigma) foi diluído 1: 
5000 em PBS/leite desnatado 2% e adicionado à placa (50 µL/poço). Após 
incubação por mais 1 hora e 30 min a 37 C, em câmara úmida, o excesso foi 
retirado e novamente as placas foram lavadas três vezes com PBS-T (Vexenat, 
1993; Lauria-Pires, 2000). A revelação dos imunocomplexos foi feita pela adição (50 
µL/poço) do substrato, O-Phenylenediamine tablets - OPD (Sigma), em tampão 
citrato pH 5,0 e H2O2. Após o desenvolvimento da reação cromógena por 10 min, à 
temperatura ambiente, na ausência de luz, foi feita leitura em espectrofotômetro 
(BioTeK- Synergy HT) a 490 nm. 
Incubação com anticorpo secundário (anti-IgM) e revelação de 
imunocomplexos: O conjugado previamente testado e titulado, composto por 
anticorpos anti-IgM de camundongo marcado com fosfatase (Sigma) foi diluído 1: 
1000 em PBS/leite desnatado 2% e adicionado à placa (50 µL/poço). Após 
incubação por mais 1 hora e 30 min a 37 C, em câmara úmida, o excesso foi 
retirado e novamente as placas foram lavadas três vezes com PBS-T (Vexenat, 
1993; Lauria-Pires, 2000). A revelação dos imunocomplexos foi realizada pela 
adição (50 µL/poço) do substrato p-nitrofenol fosfato (Sigma) em tampão de 
dietanolamina. Após o desenvolvimento da reação cromógena por 30 min, à 
temperatura ambiente, na ausência de luz, foi feita leitura em espectrofotômetro 
(BioTeK- Synergy HT) a 405 nm. 
O ponto de corte foi calculado a partir da soma das médias dos controles 
negativos com o triplo do desvio padrão das amostras (Nybo, 2010). A análise 
quantitativa foi realizada por regressão linear. Uma curva padrão com os DOs dos 
controles, que foi utilizada para determinar a quantidade de anticorpo em cada 
amostra. Foram considerados: não reagente ˂ 0,9; reagentes ≥ 1,1 e indeterminado 
entre 0,9 – 1,0.  
8.4 Imunofluorescência Indireta 
Os soros dos camundongos foram diluídos e titulados de modo seriado (1: 20 
a 1: 360) em PBS pH 7,4. Foram colocados 15 µl das diluições nas lâminas com 
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parasito fixado. Após incubação de 40 min a 37 ⁰C, em câmara úmida, o excesso foi 
retirado e as lâminas foram lavadas três vezes com PBS  pH 7,4. As mesmas foram 
colocadas para secagem à temperatura ambiente. Depois, adicionou-se o conjugado 
anti-IgG de camundongo marcado com fluoresceína (Sigma), diluído 1: 200 em PBS 
pH 7,4 e Azul de Evans 0,01%. As lâminas foram incubadas 40 min a 37 ⁰ C, em 
câmara úmida. Logo após, o excesso foi retirado e as mesmas foram lavadas, três 
vezes, com PBS pH 7,4. Depois de secas à temperatura ambiente, as lâminas foram 
montadas com lamínulas, sobre glicerina tamponada, pH 7,9. A leitura foi realizada 
em microscópio de fluorescência (Olympus® DP76 U-TVO-63XC), cuja luz 
ultravioleta ativa o isotiocianato de fluoresceína presente apenas nos parasitos com 
anticorpos ligados na membrana. Uma amostra era considerada positiva pela 
fluorescência verde brilhante obtida em títulos ≥ 1: 40 nas infecções pelo T. cruzi 
(Vexenat, 1993; Lauria-Pires, 2000). 
 
9. Extração de DNA 
9.1 Extração de DNA total do T. cruzi 
O DNA do T. cruzi foi extraído a partir de formas epimastigotas crescidas em 
meio LIT e colhidas por centrifugação a 1500 x g por 15 min. O sedimento foi lavado 
com TBS (20 mM Tris-HCl pH 7,2; 0,5 NaCl), por duas vezes nas mesmas condições 
de centrifugação, ressuspenso em tampão de lise (na concentração de 5 x 107 
células/mL, acrescido de Proteinase K), e incubado a 37 ⁰C por 12 horas. Após a 
incubação, o DNA foi purificado com duas extrações com clorofane (fenol: 
clorofórmio: ácido isoamílico, proporção 25: 24: 1) e uma extração com clorofil 
(clorofórmio: álcool isoamílico, proporção 24: 1). O DNA foi precipitado com 2,5 V de 
etanol absoluto gelado e 1/10 V de acetato de sódio 3,0 M, pH 4,7. O sedimento 
obtido foi lavado duas vezes com etanol a 70% gelado, secado à temperatura 
ambiente e ressuspenso em tampão Tris-EDTA (TE) (10M Tris-HCl pH 8,0 e 1 M 
EDTA pH 8,0) e 1μL de Ribonuclease A (RNAse) 200μg/mL, ficando incubados a 37 
⁰C por 24 horas. O DNA total do T. cruzi foi quantificado e guardado a – 20 ⁰C até o 
momento do uso.  
9.2 Extração de DNA de sangue 
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Foram coletados 300 µL de sangue para a extração de DNA com o kit Wizard 
Genomic DNA Purification (Promega), de acordo com as instruções do fabricante. 
Foram acrescidas às amostras 900 µL de solução de lise para células vermelhas, 
incubado por 10 min à temperatura ambiente e centrifugado a 2000 x g por 10 min. 
Após ressuspender o pellet, foi adicionado 300 µL do tampão de lise nuclear e 
RNAse (concentração final 20 µg/mL), misturando o lisado por inversão e incubado à 
37 ⁰C por 15 min.  Em seguida, foram adicionados 100 µL de tampão de precipitação 
de proteína, homogeneizado em vórtex por 20 segundos e centrifugado a 2000 x g 
por 10 min. A precipitação do DNA foi através da transferência do sobrenadante 
para eppendorf contendo 300 µL de isopropanol, misturando por inversão e 
centrifugando a 2000 x g por 1 minuto. A lavagem do pellet de DNA foi realizada 
com 300 µL de etanol 70% centrifugação a 2000 x g por 1 minuto. O pellet foi seco a 
temperatura ambiente overnight e reidratado com 100 µL de TE. Após a extração o 
DNA foi quantificado e mantido a – 20 ⁰C até o momento do uso.  
9.3 Coleta de tecidos e extração de DNA  
Coletaram-se amostras de tecidos do coração, intestino, ovário e testículo de 
todos os camundongos. A coleta dos tecidos dos camundongos tinham duas 
finalidades: testes histológicos e extração de DNA. Os tecidos coletados para 
histologia foram fixados em formol a 10% e emblocados em parafina para análise 
histopatológica. Os tecidos para extração de DNA eram macerados e suspensos em 
1 mL de tampão de extração com proteinase K (100μg/mL), ficando incubado a 37 
°C por 12h. A extração do DNA dos diferentes tecidos foi realizada pelo mesmo 
método de extração descrito por Sambrook, 1989.  
Resumidamente, o material foi submetido a duas extrações com igual volume 
de clorofane e uma extração com igual volume de clorofil. A separação da fase 
orgânica da aquosa foi feita por centrifugação a 5000 g x por 15 min. A partir desta 
etapa, o DNA foi precipitado em 5 V de etanol 100% gelado e incubação de 12h a -
80 oC. Depois desse período, o sedimento foi lavado duas vezes com etanol 70% 
gelado, secado e ressuspenso em 500 μL de tampão TE (10mM Tris-HCl pH 8,0; 
1mM EDTA pH 8,0) e RNAse (200μg/mL). Após incubação de 12h a 37°C, os DNAs 




9.4 Quantificação e análise qualitativa do DNA 
As amostras de DNA foram quantificadas no aparelho Nanovue (GE life 
science). A qualidade do DNA extraído foi testada a partir de PCR utilizando primers 
para o gene da β-actina e a visualização dos produtos amplificados foi feita pela 
eletroforese em gel de agarose (Invitrogen) 0,8%, corado com Brometo de Etídio 0,5 
mg/mL, em tampão TAE (Tris acetato 90 mM pH 8,0; EDTA 25 mM). 
 
10. Diagnóstico molecular 
10.1 Reação de Polimerização em Cadeia (PCR) 
A presença de infecção subclínica pelo T. cruzi foi investigada em todos os 
grupos experimentais para a confirmação da transmissão sexual. Para isso, foi 
empregada a reação de PCR com primers específicos para o DNA nuclear (nDNA) 
do parasito. As sequências dos primers utilizados para a amplificação nDNA do T. 
cruzi foram: PON 1 (5’ TGG CTT GGA GGA GTT ATT GT 3’) e PON 2 ( 5’ AGG AGT 
GAC GGT TGA TCA GT 3’). Estes iniciadores amplificam regiões repetitivas do 
genoma do parasito e geram uma banda de aproximadamente 250 pares de base 
(pb) (Requena et al., 1992). 
A amplificação foi realizada em triplicata, de acordo com protocolos de 
padronização descritos pelo laboratório, e seguiram as seguintes condições: 200 ng 
de DNA genômico, tampão de reação da Invitrogen 1X (20 mM Tris-HCl pH 8,4, 50 
mM KCl); 2 mM MgCl2; 0,2 μM de cada primer; 0,2 mM dNTPs (illustraTM GE) e 1,5 
unidades Taq DNA polimerase (Invitrogen). Foram incluídos os devidos controles: 
branco (sem DNA), controle negativos e positivos, que consistiam, respectivamente, 
de DNA de camundongo não infectado e de camundongo infectado, e controle com 
100 pg de DNA de T. cruzi.  As reações foram realizadas no termociclador BIO-RAD 




Os produtos amplificados foram separados por eletroforese em gel de 
agarose 1% corado com Brometo de Etídio 0,5mg/mL, em tampão TAE (Tris acetato 
90 mM pH 8,0; EDTA 25 mM). 
10.2 Nested PCR 
Foi realizada uma Nested PCR para a confirmação dos resultados obtidos na 
PCR com os primers PON1/2. A reação constituiu de uma etapa de pré-amplificação 
do DNA alvo, utilizando primers com as seguintes sequências: TCZ 1 (5’ CGA GCT 
CTT GCC CAC ACG GGT GCT 3’) e TCZ 2 (5’ CCT CCA AGC AGC GGA TAG TTC 
AGG 3’). Estes iniciadores também amplificam regiões repetitivas do nDNA do 
parasito e geram um produto de aproximadamente 188 pb (Moser et al., 1989). 
Além dos 200 ng das amostras, foram utilizados um controle branco (sem 
DNA), controle negativo (com 200 ng de DNA de um camundongo não infectado), 
controle positivo (com 200 ng de DNA de um camundongo infectado), e controle com 
100pg de DNA total de T. cruzi. A PCR foi realizada nas seguintes condições: 
tampão de reação 10 X para PCR da Invitrogen (20 mM de Tris-HCl pH 8,4, 50 mM 
de KCl); 2 mM de MgCl2; 0,25 μM de cada primer, 0,2 mM de dNTPs e 1,5 unidades 




Após a etapa de pré-amplificação, foi realizada segunda PCR para 
reamplificação dos produtos da PCR TCZ 1/2, utilizando primers, mais internos TCZ 
3 (5′ TGC ACT CGG CTG ATC GTT T 3′ ) e TCZ 4 (5′-ATT CCT CCA AGC AGC GGA 
TA 3′). Esse par de iniciadores geram um produto de aproximadamente 168 pb  
(Ndao et al., 2000). 
Foram utilizados 2µL do produto da primeira PCR, branco (sem DNA), 
controle negativo (100 ng DNA de camundongo negativo), controle positivo (100 ng 
do DNA de camundongo positivo) e controle com 100pg de DNA do T. cruzi. A PCR 
seguiu as seguintes condições: tampão de reação 10 X para PCR da Invitrogen (20 
mM de Tris-HCl pH 8,4, 50 mM de KCl); 2 mM de MgCl2; 0,5μM de cada primer, 0,2 
mM de dNTPs e 1,5 unidades de Taq DNA polimerase (Invitrogen). A amplificação 




As amplificações foram realizadas em triplicata de acordo com protocolos de 
padronização descritos pelo laboratório. Os produtos amplificados foram analisados 
por eletroforese em gel de agarose 1,3%, corado com Brometo de Etídeo.  
10.3 Nested qPCR 
Para a quantificação do DNA do T. cruzi no sangue e tecidos dos 
camundongos, foi utilizada a Nested PCR para aumentar a quantidade e a 
especificidade dos produtos amplificados. Nesta técnica a Nested PCR foi 
combinada com a PCR quantitativa em tempo real (qPCR). Em primeiro momento, 
foi realizado uma PCR utilizando primers TCZ 1 e TCZ 2 nas seguintes condições: 
100 ng de DNA genômico, tampão de reação da Invitrogen 1X (20 mM Tris-HCl pH 
8,4, 50 mM KCl); 3 mM MgCl2; 0,1μM de cada primer; 0,2 mM dNTPs (illustraTM GE) 
e 1,5 unidades Taq DNA polimerase (Invitrogen). Foram incluídos o branco (sem 
DNA) e os devidos controles negativo (100 ng de DNA de camundongo negativo) e 
positivo (100 ng do DNA de camundongo positivo), além do controle com 100 pg de 
DNA de T. cruzi. As reações foram realizadas no termociclador MyCycle 
Thermocycler (Bio Rad Laboratoires, CA,USA), e seguiram o seguinte abaixo: 
 
Após o primeiro ciclo de PCR, os produtos foram diluídos em água ultrapura 
(Milli-Q) (1:40) e 2µL da diluição foram usados como molde para a qPCR, 
adicionando-se 0,2µM de TcZ 3  e 0,2 µM de TcZ 4  e 10 µL de Power SYBR® 
Green PCR Master Mix (Applied Biosystems, CA, USA), em um volume final de 20 
µL. As qPCRs  foram realizadas em placas de 96 poços usando o termociclador 
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7500 Real-time PCR System (Applied Biosystems, CA, USA) com as seguintes 
condições de amplificação: 
 
Os resultados foram calculados em função do número de ciclos necessários 
para que a fluorescência da reação seja detectada. Este ponto é chamado de Cq (do 
inglês quantification cycle). Uma curva padrão para quantificação absoluta das 
amostras foi criada a partir dos valores de Cq de diferentes concentrações de DNA 
de T. cruzi (o eixo “x” corresponde ao log da concentração de DNA, e o eixo “y” aos 
valores de Cq) (Figura 5). Desta forma, para a geração da curva, diluições seriadas 
de DNA do parasito (1: 10) foram realizadas para obtenção de amostras contendo 
102 a 10-4 parasitos/mL. A eficiência da curva foi de 90,6% (y= - 3,57, R2= 0,99). A 
curva padrão foi salva e usada para a quantificação de todas as Nested-qPCR. 
 





11. Análise histopatológica 
 
Para avaliar a presença de ninhos de amastigotas e lesão tecidual, foram 
realizados exames histológicos no laboratório de Patologia da UnB. Foram coletadas 
amostras de tecido cardíaco, muscular e testículo ou ovários dos animais, incluindo 
os animais infectados e não infectados que serviram de controles das reações. 
Inicialmente, o tecido passa por um processo de desidratação com banhos 
sucessivos em soluções com teor crescente de álcool (etanol) 70%, 80%, 90% e três 
vezes em 100%, por 30 min. Em seguida, passou por um processo de diafanização 
em três banhos sucessivos em xilol, por 30 min, seguindo-se a parafinização.  
O tecido é fixado em um bloco de parafina e levado ao micrótomo, onde é 
cortado na espessura adequada. Após mobilização em lâmina, passou por um 
processo de desparafinização, sendo colocado em estufa a 60 ºC por 1- 24h. Em 
seguida, as lâminas foram submetidas a banhos sucessivos com xilol por 5 min. 
Para o processo de hidratação, foram realizados banhos sucessivos com teor 
alcoólicos decrescentes 100%, 90%, 80%, 70%. As lâminas foram coradas com 
Hematoxilina e Eosina, seguindo a sequência de coloração com Hematoxilina de 
Harris 10-15 min, lavagem em água corrente, diferenciador alcoólico (Etanol/HCl 
0,25g) por 2 min, lavagem em água corrente, solução aquosa de amoníaco 1%, 
lavagem em água corrente, coloração com Eosina – Floxina B safranina 1% por 5 
min, em seguida desidratadas com banhos sucessivos em álcool por 2 min por 
último xilol de montagem (Sambrook et al., 2001). Após a montagem, as lâminas 




Para a realização da imunoperoxidase, as lâminas utilizadas passaram pelo 
processo de silanização, onde inicialmente foram diluídos 264 mL de detergente 
neutro em 5 L de água destilada, sendo colocadas as lâminas na solução durante 30 
min. As mesmas foram lavadas em água corrente por duas horas, mergulhadas seis 
vezes em solução com 250 mL água destilada e 250 mL de álcool absoluto e 
colocadas para secar em estufa a 60 ºC por 12 horas. Em seguida as lâminas 
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passaram por três banhos intercalados por secagem em papel toalha: 1º acetona PA 
por 2 min; 2º 480 mL de acetona PA e 30 de silano por 2 min; 3º acetona PA, quatro 
mergulhos. Após esse, processo as lâminas foram guardadas em estufa por 1 dia. 
Tecidos embebecidos em parafina foram cortados em micrótomo na 
espessura de 5μm e as secções posicionadas em lâminas. Em seguida, foi realizada 
a recuperação antigênica, mergulhando as lâminas em solução de recuperação 
(tampão citrato e Tween 20 pH 6,0) a 96 ºC durante 20 min. Após esse período, as 
mesmas foram retiradas e deixadas por 20 min à temperatura ambiente. Após três 
lavagens com água destilada, sob constante agitação, foi realizada o bloqueio da 
peroxidase endógena, com peróxido de hidrogênio (500 mL de água destilada para 
80 mL de peróxido de hidrogênio), em dois banhos de 15 min cada. As lâminas 
foram lavadas três vezes com água destilada e retirado o excesso de umidade com 
papel toalha. Em seguida, os cortes foram delimitados com caneta delimitadora 
(Dako pen), distribuídos em câmara úmida e cobertos e cobertos com bloqueador de 
proteína por 10 min. 
 Após incubação, as lâminas foram lavadas com tampão de lavagem (TBS + 
Tween 20) por 5 min, retirado o excesso de umidade e colocado o anticorpo primário 
(soro de camundongo positivo) para incubar durante a noite. Em seguida, foram 
realizadas lavagens exaustivas com tampão de lavagem e incubado o anticorpo 
conjugado com peroxidase (SIGMA) por 1 hora, seguido de lavagens, com tampão 
de lavagem. A revelação foi realizada com cromógeno (DAB), incubado de 2 a 5 
min. As lâminas foram lavadas com água destilada e contracoradas com 
hematoxilina de Harris. Posteriormente lavadas com água corrente, desidratadas e 
montadas com resina sintética (Entellan).   
 
13. Análise Estatística 
 
As diferenças encontradas entre os valores médios do teste de ELISA após o 
cruzamento dos casais, assim como, os dados da qPCR foram 
analisados empregando a Análise de Variância – ANOVA One-Way e Two-Way, 
respectivamente, e o teste complementar de Tukey, para comparação múltipla entre 
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pares, com intervalo de confiança de 95% (p < 0,05). Foi utilizado software 
GraphPad Prisma ® versão 6). 
Toda a metodologia está resumida no fluxograma (Figura 6) 
 






1. Diagnóstico Parasitológico 
 
Para confirmação da infecção pela via intraperitoneal, foi realizado o exame a 
fresco do sangue periférico dos animais. Essa análise confirmou a presença de 
formas tripomastigotas na circulação de todos os camundongos inoculados com o 
parasito. Só após a confirmação da infecção, os animais, machos e fêmeas foram 
acasalados com parceiros não infectados. 
Visando o diagnóstico parasitológico dos animais que foram infectados pela 
via sexual, foram realizados testes de hemocultura e esfregaço sanguíneo corado 
com Giemsa. O teste de hemocultura não foi capaz de demonstrar a presença do T. 
cruzi nos animais infectados. A análise microscópica do esfregaço sanguíneo dos 
animais realizada após duas gestações (aproximadamente 120 dias) identificou a 
presença de formas tripomastigotas em dois animais, uma fêmea (número 10) do 
grupo C (macho infectado x fêmea sadia) e um macho (número 12) do grupo D 
(macho sadio x fêmea infectada), totalizando uma positividade de 20%. A Figura 7 
mostra a presença de uma forma tripomastigota de T. cruzi identificada no sangue 













Figura 7. Detecção de forma tripomastigota em sangue periférico de camundongo infectado 
pela via sexual. Esfregaço sanguíneo de uma fêmea inicialmente sadia, após cruzamento com 
macho infectado (Grupo C, animal 8). Forma tripomastigota do Trypanosoma cruzi indicado pela seta. 
 
 
2. Diagnóstico sorológico 
 
Para análise do perfil sorológico dos camundongos e verificação da presença 
de anticorpos específicos para o T. cruzi, foram utilizados dois testes sorológicos: 
ELISA e Imunofluorescência Indireta (IFI). 
O teste ELISA demonstrou a presença de anticorpos anti-T. cruzi do isotipo 
IgG nos camundongos inicialmente sadios (machos e fêmeas) dos grupos C e D, 
após o acasalamento com animais infectados pela via intraperitoneal.  A análise dos 
resultados do ELISA mostrou que os títulos de anticorpos anti-T. cruzi estavam mais 
elevado nos camundongos que foram infectados pela via intraperitoneal, como 




Figura 8. Identificação de anticorpos específicos anti-Trypanosoma cruzi pelo método ELISA. 
CP: Controle Positivo; CN: Controle Negativo; IPM; Machos Infectados pela via Intraperitoneal; ISF: 
Fêmeas Infectadas pela via sexual; IPF: Fêmeas Infectadas pela via Intraperitoneal; ISM: Machos 












Tabela 1. Títulos de anticorpos específicos IgG anti – Trypanosoma cruzi produzidos em 




Amostras U/µL DO Resultado Positividade 
C Intraperitoneal 1 33,3 1,011 Reagente (10/10) 100% 
 Sexual 2 1,9 0,068 Reagente  
 Intraperitoneal 3 28,7 0,871 Reagente  
 Sexual 4 2,5 0,086 Reagente  
 Intraperitoneal 5 28,4 0,864 Reagente  
 Sexual 6 2,7 0,093 Reagente  
 Intraperitoneal 7 34,8 1,055 Reagente  
 Sexual 8 2,9 0,097 Reagente  
 Intraperitoneal 9 32,4 0,983 Reagente  
 Sexual 10 1,5 0,055 Reagente  
D Intraperitoneal 11 43,5 1,316 Reagente  
 Sexual 12 4,6 0,148 Reagente (10/10) 100% 
 Intraperitoneal 13 47,8 1,444 Reagente  
 Sexual 14 2,7 0,093 Reagente  
 Intraperitoneal 15 46,1 1,394 Reagente  
 Sexual 16 2,3 0,079 Reagente  
 Intraperitoneal 17 49,2 1,488 Reagente  
 Sexual 18 1,7 0,061 Reagente  
 Intraperitoneal 19 37,8 1,144 Reagente  
 Sexual 20 1,6 0,059 Reagente  
CN    0,8 0,035 Não reagente ----- 
CP    35,8 1,085 Reagente ----- 
U/µL = unidade por microlitro; DO = densidade óptica = absorbância;  = Média; Grupo C (fêmeas 
sadias acasaladas com machos infectados); Grupo D (fêmeas infectadas acasaladas com machos 
sadios). Ponto de corte = 0,043. Valores de referência: Não reagente = <0,9; Indeterminado = 0,9 – 
1,0; Reagente = ≥ 1,1 
 
Os dados do ELISA foram validados pelo teste de IFI. Os resultados obtidos 
no IFI demonstraram a presença de IgG anti-T. cruzi em todos os casais dos grupos 





Figura 9. Presença de anticorpos específicos anti – Trypanosoma cruzi detectados pela 
Imunofluorescência indireta. A. Camundongo controle Negativo; B. Camundongo controle 
Positivo; C. Camundongo macho infectado por via intraperitoneal; D. Camundongo fêmea infectada 
por via intraperitoneal; E. Camundongo macho infectado por via sexual; F. camundongo fêmea 







3. Diagnóstico Molecular 
 
Foram realizados testes moleculares (PCR e Nested qPCR) para pesquisa de 
nDNA do T. cruzi nos camundongos. A PCR convencional foi realizada nos grupos 
experimentais, antes e após o cruzamento, feitas em triplicata e seus produtos 
visualizados em gel de agarose 1,3%.  
Os testes realizados com os primers PON1 e PON2, amplificaram produtos de 
aproximadamente 250 pb em todos os camundongos que foram infectados pela via 
intraperitoneal. Nos animais não infectados não houve a presença de bandas 
especificas antes do cruzamento, como demonstra a Figura 10. 
 
 
Figura 10. Detecção de DNA de Trypanosoma cruzi em camundongos dos grupos A, B, C e D, 
antes do cruzamento. Grupo A: 22 e 24; Grupos B: 21 e 23; Grupos C: 1 a 10; Grupo D: 11 a 20; B: 
branco (sem DNA); CN: controle negativo; CP: controle positivo; T. c: Trypanoma cruzi. 
 
Após  duas gestações, foi realizada uma nova PCR, com primers PON1/2, 
para avaliar a presença de nDNA do T. cruzi nos camundongos infectados 
intraperitoneal e seus parceiros sexuais (inicialmente não infectados). Os resultados 
~ 250 pb 
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das amplificações mostraram a presença de bandas específicas para T. cruzi em 




Figura 11. Identificação do DNA nuclear do Trypanosoma cruzi camundongos não infectados 
após acasalamento com parceiros sexuais infectados. Os resultados do teste de PCR, mostram 
bandas de 250 pb. Grupo A: 22 e 24; Grupos B: 21 e 23; Grupos C: 1 a 10; Grupo D: 11 a 20; B: 
branco (sem DNA); CN: controle negativo; CP: controle positivo; T. c: Trypanosoma cruzi. 
 
Os resultados obtidos na PCR com os primers PON1/PON2 foram 
confirmados pela Nested PCR utilizando primers TCZ1/2 e TCZ3/4, que também 
reconhecem regiões repetitivas do DNA nuclear do T. cruzi. A Nested PCR que foi 
realizada no tempo zero, ou seja, antes do acasalamento dos animais, revelou a 
presença de bandas específicas de aproximadamente 168 pb nos camundongos que 






Figura 12. Amplificação de nDNA de Trypanosoma cruzi em amostras de camundongos 
infectados pela via intraperitoneal, antes do acasalamento, utilizando os primers TCZ3/TCZ4. 
Grupo A: 22 e 24; Grupos B: 21 e 23; Grupos C: 1 a 10; Grupo D: 11 a 20; B: branco (sem DNA); CN: 
controle negativo; CP: controle positivo; T. c: Trypanoma cruzi. 
 
Após duas gestações, foi realizada nova Nested PCR, com intuito de 
identificar a presença do nDNA do T. cruzi nos animais que inicialmente eram 
sadios. A PCR revelou a presença de bandas específicas em todos os animais 
sadios que foram acasalados com camundongos infectados pela via intraperitoneal, 




Figura 13. Amplificação de nDNA de Trypanosoma cruzi em amostras de animais infectados 
pela via sexual, utilizando os primers TCZ3/TCZ4. Os produtos da PCR geraram bandas de 
aproximadamente 168 pb. Grupo A: 22 e 24; Grupos B: 21 e 23; Grupos C: 1 a 10; Grupo D: 11 a 20; 
B: branco (sem DNA); CN: controle negativo; CP: controle positivo; T. c: Trypanosoma cruzi. 
 
4. Quantificação do Trypanosoma cruzi no tecido de camundongos 
infectados 
 
Para avaliação quantitativa absoluta da presença do nDNA do T. cruzi  no 
sangue, coração, testículo e ovário dos camundongos infectados via intraperitoneal 
e pela via sexual, foi realizada Nested qPCR utilizando primers TCZ 1/2 e TCZ 3/4. 
Os resultados das amplificações demonstraram a presença do T. cruzi em todos os 
tecidos testados, evidenciando uma carga parasitária maior naqueles animais que 
foram infectados pela via intraperitoneal. Os camundongos infectados sexualmente, 
machos e fêmeas, apresentaram diferenças na carga parasitária tecidual. Fêmeas 
infectadas sexualmente mostraram os mesmos padrões encontrados em 
camundongos infectados por via intraperitoneal. No entanto, os machos 
sexualmente infectados apresentaram uma reduzida carga de parasitos no coração, 
semelhante à dos testículos e sangue. Em suma, o coração mostrou-se o tecido 
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mais infectado, seguido pelo ovário, testículo e sangue. Os resultados da qPCR 
estão representados na Figura 14.  
 
 
Figura 14. Carga parasitaria em diferentes tecidos de camundongos infectados pelas vias 
seual e intraperitoneal. Resultados da qpCR mostrando a presença de nDNA do T. cruzi no 
coração, testículo, ovário e sangue de camundongos dos grupos C e D. IP: Camundongos infectados 
pela via intraperitoneal; IS: Camundongos infectados pela via sexual. (* = P ˂ 0,05) 
 
5. Diagnóstico imunohistológico 
 
Com o intuito de avaliar a presença de ninhos de amastigotas nos tecidos dos 
camundongos infectados pela via intraperitoneal e pela via sexual, foram realizados 
cortes histológicos dos tecidos cardíacos, muscular, testículo e ovário. Na análise 
histológica com a coloração hematoxilina-eosina e imuno peroxidase, não foi 
possível identificar a presença do parasito nos tecidos, sendo possível verificar, 
apenas, a presença de miocardite em dois camundongos fêmeas infectados pela via 
intraperitoneal, pertencentes ao grupo D (animais 15 e 11), presença de foco de 
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fibrose em um macho infectado pela via intraperitoneal (camundongo 9), pertencente 
ao grupo C, onde os machos foram infectados intraperitonealmente, foi possível 
obsevar a presença de autólise no testículo do animal número 7. 
 
6. Avaliação da transmissão congênita como ferramenta para confirmação 
da transmissão sexual do Trypanosoma cruzi 
 
Com objetivo de validar e confirmar a transmissão sexual, foram realizados 
testes ELISA e PCR com amostras de filhotes nascidos de fêmeas do grupo C. 
No diagnóstico sorológico pelo método de ELISA, 38,4% (10/26) dos filhotes 
provenientes de fêmeas que adquiriram a infecção por via sexual apresentaram 
resultados positivos. O teste de ELISA dos filhotes mostrou que ocorreu a 






Tabela 2. Título de anticorpos específicos IgM anti – Trypanosoma cruzi produzidos por 
camundongos do grupo E.  
Grupo Amostras U/µL DO Resultado Positividade 
E 30 0,9 0,270 Indeterminado (10/26) 38,4% 
 32 0,8 0,264 Não reagente  
 35 0,9 0,276 Indeterminado  
 36 1,2 0,346 Reagente  
 38 1,1 0,333 Reagente  
 39 1,0 0,298 Indeterminado  
 40 0,9 0,292 Indeterminado  
 42 0,9 0,280 Indeterminado  
 44 0,8 0,256 Não reagente  
 48 0,8 0,243 Não reagente  
 49 0,7 0,240 Não reagente  
 50 1,2 0,347 Reagente  
 51 1,2 0,346 Reagente  
 52 0,9 0,277 Indeterminado  
 53 0,9 0,291 Indeterminado  
 54 1,2 0,368 Reagente  
 55 1,0 0,304 Indeterminado  
 56 0,9 0,290 Indeterminado  
 57 1,0 0,302 Indeterminado  
 58 1,2 0,352 Reagente  
 59 1,3 0,373 Reagente  
 60 1,0 0,300 Indeterminado  
 61 1,0 0,303 Indeterminado  
 62 1,1 0,333 Reagente  
 64 1,1 0,334 Reagente   
 65 1,1 0,304 Reagente  
CN   0,8 0,255 Não reagente ----- 
CP   1,2 0,332 Reagente ----- 
U/µL = unidade por microlitro; DO = densidade óptica = absorbância;  = Média; Ponto de corte = 
0,282. Valores de referência: Não reagente = < 0,9; Indeterminado = 0,9 – 1,0; Reagente = ≥ 1,1 
 
O resultado das PCRs com os primers PON1/2 revelou a presença de bandas 
específicas para nDNA do T. cruzi em 53,84% dos filhotes (14/26), confirmando os 
achados sorológicos de transmissão congênita nesses animais, como demonstrado 





Figura 15. Amplificação de nDNA de Trypanosoma cruzi utilizando os primers PON1/PON2 nos 
camundongos do grupo E. Os produtos da PCR geraram bandas de aproximadamente 250 pb. 
Grupo E: 38 a 65; B: branco (sem DNA); CN: controle negativo; CP: controle positivo; T. c: 
Trypanosoma cruzi. 
 
Além da PCR convencional, foi realizada uma Nested PCR utilizando os 
primers TCZ1/TCZ2 e TCZ3/TCZ4 em amostras dos camundongos provenientes do 
grupo E para verificar a presença de bandas específicas para o T. cruzi. A PCR 
identificou a presença do nDNA do parasito em 96,15 % (25/26) dos filhotes de 




Figura 16. Amplificação de nDNA de Trypanosoma cruzi utilizando os primers TCZ3/TCZ4 nos 
camundongos do grupo E. Os produtos da PCR geraram bandas de aproximadamente 168 pares 
de base. Grupo E: 38 a 65; B: branco (sem DNA); NC: controle negativo; CP: controle positivo; T. c: 
Trypanosoma cruzi. 
 
Todos os resultados obtidos nos testes de diagnóstico realizados nos animais 









1. Avaliação dos testes de diagnóstico utilizados para detecção da 
transmissão sexual 
 
A DC compreende uma fase aguda de curta duração, caracterizado por alta 
parasitemia e uma fase crônica, com baixa parasitemia e curso clínico imprevisível, 
que pode ir desde a ausência de sintomas a uma doença cardiovascular grave e/ou 
comprometimento gastrointestinal que pode levar à morte. No geral, o diagnóstico da 
infecção é baseado em sinais e sintomas clínicos, epidemiológicos e dos resultados 
de testes laboratoriais, incluindo parasitológicos, sorológicos e moleculares. O 
diagnóstico baseia-se principalmente em técnicas sorológicas, pois as 
parasitológicas apesar de serem extremamente específicas, são menos sensíveis, 
apresentam demora para liberação dos resultados, principalmente na fase crônica 
da infecção, e dificuldades na execução (Wendling et al., 2011; Ferrer et al., 2013; 
Sabino et al., 2013). Em nossos resultados, foi apresentada a positividade no 
método parasitológico utilizado (esfregaço sanguíneo) em apenas 20% dos animais 
que inicialmente eram sadios e foram acasalados com animais infectados (Figura 7). 
Já nos animais infectados pela via intraperitonial, após 7 dias de infecção, foi 
possível detectar o parasito no sangue periférico em todos os animais analisados. 
O teste de hemocultura mostrou-se ineficiente, pois não foi possível observar 
a presença do crescimento do parasito na cultura mesmo após um ano de 
observação, tanto nos animais que foram infectados pela via intraperitoneal, como 
nos animais que se infectaram após o acasalamento. A falha na detecção do 
parasito por hemocultura pode ser justificada pela pouca quantidade de sangue 
inoculada (50 µl). Além disso, o exame foi realizado 120 dias após o primeiro contato 
sexual, ou seja, provavelmente esses animais foram infectados nos primeiros 
acasalamentos e já estariam na fase crônica da infecção no momento da coleta, o 
que dificulta a visualização do parasito no sangue periférico do animal (Pereira et al., 
2012; Coura et al., 2013; Duarte et al., 2014).  
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Os resultados obtidos no diagnóstico sorológico (ELISA e IFI) demonstraram 
a presença de anticorpos específicos para T. cruzi em todos os animais analisados 
após o acasalamento com camundongos infectados. Em concordância, Farfán-
García et al. (2012) observaram que as técnicas de ELISA e IFI apresentam uma 
boa correlação entre os resultados, apesar da preparação de antígenos serem 
diferentes. Os resultados de IFI (Figura 9) e de ELISA (Figura 8 e Tabela 1) sugerem 
a transmissão sexual do T. cruzi, já que o contato sexual foi o único meio que 
poderia ocasionar a transmissão do parasito. 
Métodos de diagnóstico molecular têm permitido a identificação mais precisa 
de agentes patogênicos, por se apresentarem mais específicos. Contudo, a 
depender das condições utilizadas na PCR, são observados diversos níveis de 
sensibilidade, devido a variações no volume e qualidade das amostras, qualidades 
dos reagentes, quantidade de parasitos em circulação e condições dos ciclos 
térmicos. Ainda sim, a técnica é mais sensível que os métodos parasitológicos e 
sorológicos utilizados na rotina, apesar de ainda ser considerada um método auxiliar 
para o diagnóstico da DC em pacientes onde a sorologia foi inconclusiva (Ferrer et 
al., 2013; Gilber et al., 2013). Com o intuito de validar os resultados sorológicos, 
realizamos testes moleculares, PCR convencional e Nested PCR, para identificar o 
nDNA do T. cruzi nas amostras testadas. Os resultados das PCRs corroboraram os 
resultados dos testes sorológicos, demonstrando a presença de bandas específicas 
em todos os animais (Figuras 11 e 13).  Variações da PCR vêm sendo descritas com 
o objetivo de tornar o diagnóstico mais sensível. A Nested PCR é uma técnica 
altamente sensível e já foi relatada por Marcon et al., 2002, como diagnóstico 
complementar para a DC.  
A qPCR utiliza marcadores fluorescentes para o monitoramento contínuo da 
amplificação ao longo da reação, possibilitando a quantificação em tempo real do 
DNA amplificado. A rápida obtenção dos resultados e a redução do risco de 
contaminação devido ao mínimo de manipulação das amostras são vantagens da 
utilização da qPCR (Pirón et al., 2007; Enriquez et al., 2014). Com o uso da Nested 
qPCR, conseguimos identificar a presença do nDNA em todos os camundongos 
avaliados. O coração foi o tecido que apresentou a maior carga parasitária, seguido 
por ovário, testículo e sangue (Figura 14). O mesmo resultado foi constatado por 
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Caldas et al. (2012) que traçou estratégias de PCR para quantificação do T. cruzi em 
amostras de sangue e tecidos de camundongos, na fase aguda e crônica da 
infecção. Os autores observaram que na qPCR, durante a fase aguda, a quantidade 
de parasitos no sangue era maior do que no coração, já na fase crônica os 
resultados foram similares aos nossos, com o coração apresentando maior carga 
parasitaria do que o sangue. As cargas parasitárias maiores encontradas nos 
camundongos fêmeas sexualmente infectadas sugerem uma infecção parasitária 
inicial mais elevada. Esses dados podem indicar que o sêmen é um veículo melhor 
para a transmissão do T. cruzi do que secreções vaginais, transportando grandes 
quantidades de parasitos. 
 
2. Avaliação da análise Histopatológica e imunohistoquímica na 
identificação do Trypanosoma cruzi em tecidos de camundongos infectados 
 
A análise histopatológica e imunohistoquímica do coração, músculo e órgãos 
sexuais, dos camundongos estudados não foi capaz de demonstrar ninhos de 
amastigotas em nenhum dos tecidos examinados. Entretanto, foi verificada a 
presença de infiltrado inflamatório no tecido cardíaco, com destruição celular em 4 
animais infectados pela via intraperitonial. Durante a fase aguda da DC, o 
parasitismo celular pode ser amplamente encontrado. No entanto, na infecção 
crônica, os parasitos tornam-se escassos nos tecidos, e são raramente encontrados 
no coração, músculo esquelético, intestino e esôfago. Lospes et al. (2006) afirmam 
que é extremamente rara a presença de formas amastigotas do T. cruzi nos tecidos 
durante a fase crônica da infecção. Vários estudos demonstram a presença de 
infiltrado inflamatório na ausência do parasito (Gironès e cols, 2007; Texeira et al., 
2011; Bonney e Engman, 2015) . A presença de inflamação em resposta à infecção 
é essencial para à resistência do hospedeiro, mas também é responsável pela 
patologia observada na DC, pode ser destrutiva não só para células parasitadas, 
mas também para células não parasitadas (Brener et al., 2000; Montéon-Padilha et 





3. Avaliação de transmissão congênita como ferramenta de confirmação da 
transmissão sexual do Trypanosoma cruzi 
 
Em nosso estudo, realizamos testes sorológicos e moleculares nos animais 
que nasceram de mãe que adquiriu a infecção pelo T. cruzi após o acasalamento 
com camundongos infectados. Os resultados inconclusivos podem tem ocorrido 
devido a dificuldade de padronização do ELISA para pesquisa de anticorpos IgM, 
sendo impossível encontrar a condição ideal, em que os controles negativos e 
branco fossem significantemente mais baixos que os controles positivos. Nossos 
resultados revelaram a positividade em 38,4% (10/26) dos filhotes no teste de ELISA 
para a pesquisa de anticorpos específicos IgM (Tabela 2), o resultado foi 
considerado relevante já que essa classe de anticorpos não poderia ser proveniente 
da progenitora, pois não é capaz de ultrapassar a barreira transplacentária (Abbas et 
al., 2012).  Realizamos, também, o diagnóstico molecular desses animais através da 
PCR convencional e da Nested PCR. A análise revelou discrepância entre os 
resultados com 53,84% de positividade na PCR convencional (Figura 15) e 96,15% 
na Nested PCR (Figura 16). Estes resultados estão de acordo com os dados 
disponíveis na literatura que apresentam a Nested PCR como uma técnica mais 
sensível que a PCR tradicional. Além disso, os primers TCZ1/2 e TCZ3/4 amplificam 
uma região repetitiva nuclear correspondente a 9% do genoma do T. cruzi. Já os 
primers PON1/2 amplificam outra região de microssatélite que corresponde a 7% do 
genoma nuclear do parasito (Virreira et al., 2003; Pirón et al, 2007). Apesar dos 
testes moleculares serem considerados potentes ferramentas para o diagnóstico da 
DC congênita, a amplificação do DNA do T. cruzi é considerada “sob avaliação” pela 
OMS, pois a presença do DNA do parasito no sangue do recém-nascido não indica, 
necessariamente, infecção ativa, uma vez que não prova que os parasitos são 
viáveis (Cevallos e Hernández, 2014).  
  
4. Transmissão sexual do Trypanosoma cruzi 
 
Em nosso estudo, identificamos a transmissão sexual por meio do diagnóstico 
parasitológico, sorológico e molecular em todos os animais avaliados. A transmissão 
de fêmeas infectadas para machos se deu, provavelmente, pelo contato com fluidos 
vaginais contaminados e dependentes da presença de microfissuras no pênis. A 
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transmissão de macho infectado para fêmeas deve ter acontecido através do sêmen 
contaminado. De interesse, a uretra masculina é o canal por onde passam o 
esperma e a urina, a qual já foi apresentada como suplemento para meios de cultura 
de T. cruzi em estudo realizado por Ferreira et al. (2007). No estudo, os autores 
partem do princípio, observado em estudos anteriores, que a adição da urina em 
meios de cultura para Leishmania sp. foi utilizada com sucesso para cultivo de várias 
cepas do parasito, no lugar da utilização do soro fetal bovino. A adição de 3 % de 
urina ao meio LIT não alterou o crescimento das espécies de Leishmania, onde o 
crescimento, sendo equivalente tanto em meio tradicional quanto em meio 
suplementado com urina (Armstrong e Patterson, 1994; Shamsuzzaman et al., 
1999). Entretanto, o crescimento do T. cruzi foi significativamente maior em meio 
acrescido de urina. 
O único protozoário, reconhecido pela OMS, capaz de ser transmitido 
sexualmente é o Trichomonas vaginalis, ainda que existam relatos de outros 
protozoários transmitidos pelo contato sexual.  Dubey e Sharna, 1980 e Teale et al., 
1982, demonstraram a presença do Toxoplasma gondii no sêmen de cabrinos e 
bovinos.Também foi relatada a transmissão do T. gondii pelo sêmen em coelhos (Liu 
et al., 2006). A transmissão venérea da leishmaniose já foi descrita em cães com 
leishmaniose visceral que apresentaram lesões genitais e a presença do parasito no 
sêmen (Diniz et al., 2005). Igualmente, em estudo realizado com cães de Ribeirão 
das Neves, MG, foi descrita a transmissão sexual de Leishmania sp.. Silva et al. 
(2009), observaram que três das doze cadelas que acasalaram com cães positivos 
para leishmaniose passaram apresentar títulos de anticorpos específicos.  
Nosso estudo representa a primeira demonstração experimental da 
transmissão sexual do T. cruzi na fase crônica da infecção. A via sexual pode ser um 
agente potencial de dispersão da Doença de Chagas no mundo. Contudo, para se 
conhecer a real importância epidemiológica da via sexual serão necessárias 









Dessa forma, podemos concluir em nosso trabalho, que: 
1. 20% dos animais inicialmente sadios apresentaram o parasito no 
sangue periférico após copular com parceiros infectados; 
2. Todos os casais produziram anticorpos específicos contra o T. cruzi, 
inclusive os animais infectados pela via sexual; 
3. Todos os animais apresentaram o do DNA do parasito no sangue em 
diferentes tecidos, confirmando a transmissão através do contado sexual; 
4. A transmissão sexual das fêmeas inicialmente sadias foi confirmada 




VIII. PERSPECTIVAS  
 
 
i. Verificar a transmissão sexual do T. cruzi a partir da inseminação 
artificial em cães 
ii. Avaliar a transmissão sexual do T. cruzi em modelo experimental mais 
e menos suscetível a infecção 
iii. Avaliar a transmissão sexual de diferentes tipos de cepas do T. cruzi.  
iiii. Avaliar a transmissão sexual em casais de regiões não endêmicas, 
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Anexo B  
Tabela 3. Resultados dos testes parasitológicos, sorológicos, moleculares e imunohistológicos, dos camundongos estudados. 
Resultados Transmissão sexual 
Amostras Grupo Hemocultura Esfregaço Diagnóstico sorológico Diagnóstico molecular 
 C   ELISA (IgG) IFI PCR  
(PON 1/2 e TCZ) 
qPCR 





















































































































































Resultados transmissão congênita 
Amostra Grupo Elisa PCR convencional  Nested PCR  
 E IgM (PON 1/2) (TCZ) 
30 
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ABSTRACT 
Trypanosoma cruzi is mainly transmitted by blood-sucking triatomines, but 
other routes also have epidemiological importance, such as blood transfusion and 
congenital transmission. Although the possibility of sexual transmission of T. cruzi 
has been suggested since its discovery, few studies have been published on this 
subject. We investigated acquisition of T. cruzi by sexual intercourse in an 
experimental murine model. Male and female mice in the chronic phase of Chagas 
disease were mated with naive partners. Parasitological, serological and molecular 
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tests demonstrated the parasites in tissues and blood of partners. These results 
confirm the sexual transmission of T. cruzi in mice.  
Keywords: Trypanosoma cruzi; Chronic Chagas disease; Sexual transmission; 
Murine model 
Sexually transmitted infections (STIs) place a heavy economic burden on 
health care systems worldwide. Several organisms are classified as causative agents 
of STIs, including viruses, bacteria, fungi and others parasitic pathogens. Among the 
pathologic protozoa, the main species transmitted through sexual intercourse is 
Trichomonas vaginalis, the etiological agent of trichomoniasis, with 248 million new 
cases per year (WHO, 2005). In addition, parasites such as amoebas and Giardia 
spp. can be transmitted by anal-oral intercourse (Levine, 1991). Some reports also 
have considered the possibility of venereal transmission of other protozoans, 
especially trypanosomatids. Studies in horses have demonstrated that transmission 
of Trypanosoma equiperdum occurs directly from animal to animal during coitus 
(Katz, 2008). Furthermore, other studies have demonstrated sexual transmission of 
Leishmania spp. in dogs (Silva et al., 2008; Turchetti et al., 2014), showing the 
possibility of venereal transmission of this flagellate without the participation of the 
insect vector. Thus, further research should be conducted to determine the sexual 
transmission of other protozoans. 
Chagas disease (CD), caused by Trypanosoma cruzi, is a major parasitic 
disease in Latin America. It is estimated that about 8 million people infected with the 
parasite worldwide, and 100 million are at risk of acquiring infection (WHO, 2014). 
Initially considered a rural endemic disease, CD has spread to cities due to urban 
migration. Some countries free of vector transmission have also been affected by this 
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disease due to immigration, a process that has been described in Australia, Canada, 
United States and Europe. Therefore, CD can be considered an emerging disease in 
developed countries (WHO, 2014). 
CD consists of two clinical phases: acute and chronic. Acute infection is often 
asymptomatic and self-limited, but some symptoms may arise, such as fever, fatigue, 
body aches, headache, rash, loss of appetite, diarrhea and vomiting. The chronic 
phase lasts several years and can remain asymptomatic. In 20-30% of cases, 
however, clinical changes can be observed in many organ systems and tissues, 
including the heart and digestive system (causing the so-called “mega syndromes” of 
megacolous and megaesophagus), and lead to premature death, usually due to 
cardiac dysfunction. Unfortunately, Chagas remains a neglected disease. There are 
no vaccines available; few anti parasitic drugs are effective; and, even so, can only 
mitigate the manifestations of the acute phase of the disease, leaving millions of 
individuals who have been infected for decades without appropriate care (Teixeira et 
al., 2011). The best way to fight CD is thus to interrupt the various routes of parasite 
transmission. 
T. cruzi is mainly transmitted through contaminated feces of blood-sucking 
bugs after haematophagy. These insects belong to the family Reduviidae, subfamily 
Triatominae, which contains more than 150 species (Justi et al., 2014). Most are 
capable of transmitting the infection. The range of triatomines extends from the 
southern United States to southern Patagonia, and they are common throughout 
Latin America (WHO, 2014). T. cruzi endemicity is also associated to other modes of 
transmission, such as blood transfusions, laboratory accidents, organ transplantation, 
and congenital and oral transmissions. In non-endemic areas, blood transfusion is 
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the major route of transmission in countries with substantial populations of Latin 
American immigrants, including the United States, Spain, France, Switzerland and 
Canada. Vertical transmission of T. cruzi is also an important route for the spread of 
CD, even in non-endemic countries. It is estimated that congenital transmission of T. 
cruzi occurs in 5-10% of pregnancies of patients with CD. Oral transmission has been 
implicated in outbreaks of acute human CD often associated with severe illness 
(Sánchez and Ramirez, 2013). 
The possibility of sexual transmission of T. cruzi has been discussed since the 
discovery of CD. However, few studies on the subject have been published. The first 
report was made by Vianna (1911), who observed the parasite in testes and found it 
to cause a series of histological changes therein. Amastigotes were also identified in 
histopathological sections of seminiferous tubes and ovarian theca cells of children 
who succumbed to acute CD (Teixeira et al.,1970). The presence of T. cruzi in 
menstrual blood has been demonstrated and is evidence in favor of sexual 
transmission (Jörg and Oliva, 1980). Other studies reported colonization of the 
urogenital tract of guinea pigs with the parasite: mice infected with different strains of 
T. cruzi showed a heavy parasite burden in ovaries, testes, interstitial cells, and 
seminiferous tubules (Carvalho et al., 1991; Carvalho et al., 2009). Additionally, 
inoculation of semen from infected mice into the peritoneal cavity of healthy animals 
has been found to generate amastigote nests in various tissues (Carvalho et al., 
2009). Of interest, molecular tests have detected the presence of T. cruzi nuclear 
DNA in the semen of infected individuals, strengthening the hypothesis of sexual 
transmission of the parasite (Hecht et al., 2010). Nevertheless, sexual transmission 
of the T. cruzi has not been proven conclusively to date. 
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Within this context, we sought to investigate sexual transmission of T. cruzi in 
a murine model by mating chronically infected mice with healthy partners. Ten 
sexually mature BALB/c mice (five males and five females) were inoculated 
intraperitoneally with 1 x 103T. cruzi Berenice trypomastigote forms. These animals 
were mated with naive partners 90 days post infection and twice more in subsequent 
fertile periods. In total, were used 28 BALB/c mice, homogeneous with respect to 
weight and age, which were allocated into groups as follows: A) five T. cruzi-infected 
males mated with five naive females (animals 1 to 10); B) five T. cruzi-infected 
females mated with five naive males (animals 11 to 20); C) two negative couple (non-
infected); and D) two positive couple (infected by intraperitoneal route). To confirm 
the occurrence of sexual transmission, we also assessed 26 mice from group A 
progeny (Group E). All procedures were approved by the Institutional Animal Care 
and Use Committee (UnB Protocol 10411/2011) and conducted in accordance with 
international guidelines. The presence of T. cruzi in mice peripheral blood was 
evaluated by microscopic examination of blood smear. Detection of anti- T. cruzi 
antibodies was performed by enzyme linked immunosorbent assay (ELISA) and 
indirect immunofluorescence (IFI), following protocols previously standardized in our 
laboratory (Hecht et al., 2010). For molecular experiments, 200 μL of blood from 
each animal was obtained by cardiac puncture and DNA extraction was conducted 
using Wizard Genomic DNA Purification Kit® (Promega, USA) according to 
manufacturer instructions. Tissues from heart and testicles/ovary were also collected 
and DNA extraction was performed by Phenol/Chloroform method. DNA samples 
were quantitated in a NanoVue® system (GE Life Science, USA) and their quality 
evaluated by β-actin PCR. T. cruzi nuclear DNA from blood samples was amplified 
using PON1/2 primers (Requena et al., 1992) and TCZ primers, using a nested PCR 
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assay (Moser et al., 1989). PCR products were electrophoretic analyzed in a 1.3% 
agarose gel (Hecht et al., 2010). Nested quantitative PCR (qPCR) was employed to 
determine parasite load in blood, heart and testes/ovary (Marcon et al., 2002). 
Histological sections were examined for the presence of amastigote nests and tissue 
injury. Tissue sections from heart, skeletal muscle, intestine and testes or ovary were 
prepared for hematoxylin-eosin (HE) staining as described in Teixeira et al., 2012. 
Tissues sections were also used for immunochemical analysis after incubation with 
mouse serum followed by peroxidase-conjugated anti-mouse IgG.  
Initially, we evaluated the occurrence of T. cruzi sexual transmission by 
identification of tripomastigotes in peripheral blood of naive mice crossbred with an 
intraperitoneally infected partner. In two cases, one female from Group A (20%) and 
one male from Group B (20%), it was possible to see the parasite in animal's blood 
by optical microscopy. After that, we determined T. cruzi sexual transmission by 
detection of specific anti-T. cruzi antibodies in naive partners. In groups A and B, 
ELISA and IFI demonstrated seroconversion in all mice (100%). Of interest, antibody 
titers detected in animals infected by intraperitoneal route were higher than those 
detected in groups infected through sex intercourse, showing no differences among 
male and females. Parasite load at the acute phase of T. cruzi infection influences 
the activation of the immune system at the late chronic phase of the disease 
(Marinho et al., 1999) and this could explain why infections acquired by sexual 
intercourse with chronically infected partners generates low antibodies production. 
The positivity rate and the plot of optical density (OD) readings obtained by ELISA for 
each group are shown in Fig.1A. IFI positivity is presented in Fig. 1B. 
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Infection was also evaluated by molecular techniques. PCRs yielded 250-bp 
using PON1/2 and 168-bp in nested TCZ PCR corresponding to parasite nuclear 
fragments in samples from all animals inoculated with T. cruzi intraperitoneally, while 
no bands were observed in non-infected animals before crossing with infected 
partners (Fig. 2A and 2B). In contrast, PCR performed with DNA extracted from 
animals after two pregnancies showed the presence of T. cruzi DNA in initially non 
infected sexual partners, indicating that naive female or male mice had acquired the 
infection thought coitus. Corroborating serological results, the molecular diagnosis 
identified T. cruzi DNA in all animals of groups A and B, corresponding to a sexual 
transmission rate of 100%. 
Since several studies have shown that T. cruzi also exhibits tropism to 
testicular tissue (Vianna, 1911; Carvalho et al., 2009) we employed a qPCR to 
compare parasites loads in testes, ovary, heart and blood. In intraperitoneally 
infected mice, the highest parasite load was identified in heart followed by testicles 
and ovary. Peripheral blood yielded smaller amounts of parasites. (Fig. 3). Thus, this 
confirms the presence of T. cruzi in reproductive system, but, at least in later 
parasitemias, T. cruzi has a preferential tropism for cardiac muscle cells (Caldas et 
al., 2012). In sexually infected mice, male and female showed differences in tissue 
parasite loads. Sexually infected females showed the same patterns found in 
intraperitoneally infected mice. However, sexually infected males demonstrated a 
reduced parasite load in heart, similar to testicles and blood loads. The higher 
parasite load observed in sexually infected female suggests a higher initial parasite 
infection. These data may indicate that semen is a better vehicle for T. cruzi 
transmission than vaginal secretions, carrying large quantities of parasites. 
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Histopathological analysis of heart, intestine, skeletal muscle and 
testicles/ovaries samples were performed to investigate the presence of amastigote 
nests in tissues of mice infected intraperitoneally or through coitus. No parasite was 
detected in cardiac tissue, although we noted the presence of moderate inflammation 
and destruction of cardiac fibers in mice infected by intraperitoneal route. The 
presence of inflammatory infiltrate in absence of amastigotes in tissues during the 
chronic phase of infection was already described. Of interest, inflammation in 
response to infection is essential for host resistance, but is also responsible for the 
pathogeny observed in chronic CD (Teixeira et al., 2011).  
Finally, analysis of samples collected from group E was carried out to confirm 
sexual transmission, since congenital infection could only occur through previous 
infection of the mother (group A) by coitus. Of the 26 descendants, 14 (53.8% ) 
animals were positive using PON1/2 primers, while 25 (96.2 % ) yielded positive 
bands in Nested TCZ (Fig. 2C). This discrepancy in molecular diagnosis is probably 
due differences of probes and methodologies sensibility (Marcon et al., 2002). In 
contrast, serological tests confirmed the presence of IgM specific antibodies in 10 
mice (38%). The higher rate of infected animals identified by PCR compared to 
serological tests may be also associated with the presence of a low parasite load 
(Velázquez et al., 2014). A similar event is found in patients infected with T. cruzi and 
treated with benznidazole: the reduction in parasitemia results in negative serological 
tests, although qPCR remains positive (Duffy et al., 2013). However, another aspect 
should be taken into account in any study of congenital transmission: immune 
tolerance to parasite antigens. This phenomenon can happen when a fetus is 
infected early during embryogenesis and infectious agents access the embryo before 
maturation of the immune system. In consequence, they are recognized as "self" and 
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do no specific antibodies against them are produced (Malhotra et al., 2009).Thus, our 
findings establish the use of PCR as advantageous in relation to immunoassays for 
the diagnosis of T. cruzi infection in transplacental infections. 
In conclusion, parasitological, serological, and molecular assays showed that 
T. cruzi chronically infected mice transmitted the parasite to naive mates after sexual 
intercourse. To the best of our knowledge, this is the first confirmation of sexual 
transmission of T. cruzi, a route with great potential for spreading CD worldwide. This 
finding thus raises the possibility that a much larger number of people than estimated 
by the World Health Organization (2014) may be at risk of acquiring T. cruzi. The 
determination of this pathway in chronically infected animals is of paramount 
importance, since most individuals with CD are in the chronic phase. In addition, 
epidemiological surveys in triatomine-free areas are required to determine the 
infectivity rate in couples in which only one partner has a history of CD, thus helping 
to clarify the importance of this mode of transmission in human populations. 
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Figure Legends: 
Figure 1. Identification of specific anti-Trypanosoma cruzi antibodies in 
naive mice mated with partners in the chronic phase of Chagas disease. 
(A) Antibody titers (IgG) determined by ELISA in each group. Optical densities 
(OD) were read at 490 nm. Test and control serum assays were run in 
triplicate. Antibodies titration is represented by individual values and the mean 
(bar). Statistical significance was determined by Tukey’s test (* = p ≤ 0.05). 
Reference values were determined according Nybo, 2010. Negative ≤ 0.8; 
Indeterminated = 0.9 – 1.1; Positive ≥ 1,2. (B). IFI consisted of incubation of 
serially diluted sera (1:20 – 1:320). Fluorescein-labeled anti-mouse IgG was 
diluted 1:200. Positive green fluorescence was deemed indicative of infection 
in serum dilutions of 1:40 and above. Bars, 20 µm.  PC, positive control; NC, 
negative control; IPF, intraperitoneally infected female; IPM, intraperitoneally 
infected male; SF, sexually infected female; SM, sexually infected male.  
 
Figure 2. Presence of Trypanosoma cruzi nuclear DNA in blood collected 
from couples and progeny. (A) Top panel shows 250-bp bands amplified 
with T. cruzi PON1/2 primers only in mice infected with trypomastigote forms 
intraperitoneally before mating with healthy animals (odd numbers). Bottom 
panel shows specific bands formed by PCR in partners after breeding (even 
numbers). (B) Top panel shows PCR products generated using TCZ 3/4 
primers with 168-bp in animals infected intraperitoneally before mating with 
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naive partners. Bottom panel shows the specific band in all animals after 
mating. (C) Identification of T. cruzi nuclear DNA in offspring confirms infection 
of females by the sexual route, with subsequent congenital transmission. Top 
panel shows 250-bp bands, amplified with T. cruzi PON1/2 primers (odd 
numbers). Bottom panel shows specific bands using TCZ 3/4 primers with 
168-bp in progeny. B, Blank; NC; negative controls; PC; positive controls; 
Group A; infected males mated with healthy females; Group B; healthy males 
mated with infected females; Group C; healthy male mated with healthy 
females; Group D; infected male mated with infected female; Group E, group 
A progeny. 
 
Figure 3. Determination of parasite load in different tissues. Nested qPCR 
was performed using TCZ primers to estimate parasite burden in heart, blood 
and testicles/ovary of mice from groups A, B, C and D. Protocol details can be 
found in Marcon et al., 2002. Graphic represents Trypanosoma cruzi load 
(parasites U / 100 ng DNA, mean ± standard deviation) in different tissues of 
infected animals. PI, intraperitoneally infected mice; SI, sexually infected mice. 
Data were analyzed using Two-Way ANOVA and the complementary Tukey’s 
test, * = p ≤ 0.05. 
 
